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O etanol de segunda geração, proveniente da degradação da biomassa vegetal como, por 
exemplo, o bagaço da cana-de-açúcar (cana), representa uma opção vantajosa em 
relação ao uso da gasolina por se tratar de uma fonte inesgotável de energia e de baixo 
impacto ambiental. Entretanto, para a quebra da parede celular e produção deste 
biocombustível são necessárias enzimas hidrolíticas e oxidativas, bem como outras 
proteínas acessórias produzidas por fungos como o Trichodermareesei, um dos 
organismos modelos em termos de sacarificação de material lignocelulósico. Neste 
sentido, é de grande relevância avaliar quais os fatores de transcrição envolvidos no 
processo de degradação da biomassa, uma vez que eles são os maiores reguladores da 
expressão da rede gênica de um organismo/célula, como os genes responsáveis pela 
quebra de polissacarídeos. Assim, a presente proposta objetivou identificar os 
reguladores de transcrição presentes no genoma do T. ressei RUT-C30, desenvolver 
uma plataforma para medir a expressão destes genes, e identificar novos genes que 
podem estar envolvidos na degradação da biomassa lignocelulósica. A busca pelos 
reguladores resultou em 482 proteínas que foram agrupadas em diferentes famílias de 
acordo com seus domínios. Foram desenhados oligonucleotídeos (oligos) para todos os 
genes de fatores de transcrição e reguladores encontrados e a expressão dos mesmos 
durante crescimento do fungo em bagaço de cana e frutose foi analisada por PCR em 
tempo real. Dos genes analisados com sucesso, foram identificados alguns genes 
hiperexpressos no crescimento em material lignocelulósico como fonte de carbono, o 
que sugere que podem estar relacionados à desconstrução desta biomassa. Este trabalho 
pode refletir em novas perspectivas para o desenvolvimento de coquetéis enzimáticos de 
baixo custo, identificando genes com potencial de serem de interesse biotecnológico, 










Second-generation ethanol from the degradation of plant biomass, such as sugarcane 
bagasse, represents an advantageous option in relation to the use of gasoline because it 
is an inexhaustible source of energy and low environmental impact. However, for the 
breakdown of the cell wall and production of this biofuel, hydrolytic and oxidative 
enzymes, as well as other accessory proteins produced by fungi such as Trichoderma 
reesei, one of the model organisms in terms of saccharification of lignocellulosic 
material, are required. In this sense, it is of great relevance to evaluate the transcription 
factors involved in the biomass degradation process, since they are the major regulators 
of the gene network of an organism/cell, such as genes responsible for the breakdown of 
polysaccharides. Thus, the present proposal aimed to identify transcription regulators 
present in the genome of T. resseiRUT-C30, to develop a platform to measure the 
expression of these genes, and to identify new genes that may be involved in the 
degradation of lignocellulosic biomass. The search for the regulators resulted in 482 
proteins that were grouped into different families according to their domains. 
Oligonucleotides (oligos) were designed for all transcription factors genes and 
regulators found and their expression during growth of fungus in sugarcane bagasse and 
fructose was analyzed by real-time PCR. Some genesthat were overexpressed in the 
growth of lignocellulosic material as carbon source were identified, which suggests that 
they may be related to the deconstruction of this biomass. This work may reflect new 
perspectives for the development of low cost enzymatic cocktails, identifying genes 
with potential to be of biotechnological interest, and assist in the basic understanding of 
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Atualmente, o esgotamento das reservas fósseis e a grande preocupação com 
as mudanças climáticas tornaram prioridade o desenvolvimento de fontes de energias 
sustentáveis (CLARK; LUQUE; MATHARU, 2012; DOS SANTOS CASTRO et al., 
2014; LEITE et al., 2009). Neste contexto, o Brasil hoje se destaca por ser o segundo 
maior produtor mundial de etanol, com uma produção total estimada em 30,3 bilhões de 
litros em 2016/2017, segundo dados da Companhia Nacional de Abastecimento 
(CONAB, 2016). Como matéria-prima é utilizada a cana-de-açúcar (cana), da qual o 
Brasil é o principal produtor mundial, e cuja safra de 2016/2017 deve chegar a 690,98 
milhões de toneladas, o que revela um crescimento de 3,2% em relação à safra anterior 
(CONAB, 2016). Já o etanol produzido pelos Estados Unidos, maior produtor deste 
biocombustível, é derivado do milho e necessita de uma etapa prévia à fermentação, 
onde o amido é convertido em açúcar fermentescível. Essa etapa adicional diminui o 
rendimento do processo e aumenta os custos de produção, que é cerca de 40% maior 
que o custo brasileiro (ANDREOLI; SOUZA, 2007). Assim, devido ao Brasil possuir 
uma tecnologia mais barata para produção deste biocombustível, estudos mostram que 
existe possibilidade concreta de crescimento e de o país assumir um papel importante no 
suprimento da demanda mundial por etanol (LEITE et al., 2009). 
Um dos subprodutos da indústria sucroenergética brasileira é o bagaço que é 
aproveitado pelas usinas para produção de energia ou como suplemento animal. Ele é 
constituído por 48,6% de celulose, 31,1% de hemicelulose, 19,1% de lignina e pequenas 
quantidades de outros compostos (DE SOUZA et al., 2013). Por ser rico em 
carboidratos, muitos estudos vêm sendo realizados para produção do etanol a partir dos 
açúcares presentes nesta biomassa (material lignocelulósico), o que é conhecido como 
etanol de segunda geração (2G) (AMORIM et al., 2011). No caso da cana, se os 
açúcares derivados de sua parede celular forem utilizados para a produção deste 
biocombustível, poderá ser gerado um aumento de 50% em relação aos padrões atuais 
de fermentação (MILANEZ et al., 2015).  
Para que estes números se tornem realidade, há desafios biotecnológicos que 
devem ser superados, principalmente para garantir que o etanol 2G seja produzido de 
uma forma comercialmente viável (ELBEHRI; SEGERSTEDT; LIU, 2013). Neste 
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sentido, a completa utilização do bagaço é um dos pré-requisitos para tornar o processo 
de produção do etanol lignocelulósico economicamente competitivo. Entretanto, os 
polissacarídeos da parede celular são heterogêneos e estão entrelaçados formando uma 
arquitetura extremamente complexa (VRIES; VISSER, 2001). Acredita-se que esta 
complexidade evoluiu no sentido de proporcionar ao vegetal resistência ao ataque 
bioquímico de patógenos, uma vez que a parede celular é a primeira barreira entre as 
células e o ambiente. Assim, para a liberação dos açúcares monoméricos 
fermentescíveis é necessária uma grande diversidade de enzimas, como celulases, 
hemicelulases, pectinases, entre outras (VAN DEN BRINK; DE VRIES, 2011). 
Neste contexto, uma variedade de microrganismos naturalmente evoluiu 
para produzir estas e outras enzimas de forma a tirar vantagem da fonte de nutrientes 
que o material lignocelulósico representa. Entre eles, pode-se citar as bactérias do 
gênero Bacillus e os fungos do gênero Aspergillus e Trichoderma (STRICKER; 
MACH; DE GRAAFF, 2008). O fungo filamentoso Trichoderma reesei é considerado o 
microrganismo modelo para a produção comercial de celulases, hemicelulases e outras 
enzimas envolvidas na degradação da parede celular vegetal (PETERSON; 
NEVALAINEN, 2012). A cepa utilizada neste trabalho (T. reesei RUT-C30) foi obtida 
após três etapas de mutagênese (MONTENECOURT; EVELEIGH, [a], [b], 1977; 
PETERSON; NEVALAINEN, 2012) e se mostrou uma das melhores cepas produtoras 
de celulases (DOS SANTOS CASTRO et al., 2014; MONTENECOURT; EVELEIGH, 
1977 [b]). Uma das razões que justifica sua ótima produção enzimática é que RUT-C30 
possui um truncamento no cre1, o fator de transcrição (FT) responsável pela repressão 
catabólica (ILMÉN; KLEMSDAL; PENTTILA, 1996; PORTNOY et al., 2011). Cre1 
pertence à família C2H2, caracterizada por domínios formados por duas regiões zinc 
finger, constituída por dois resíduos de cisteína e dois resíduos de histidina juntos a um 
átomo de zinco. Esta proteína em RUT-C30 possui somente uma região zinc finger, o 
que possibilita a expressão das enzimas hidrolíticas mesmo na presença de glicose 
(ILMÉN; KLEMSDAL; PENTTILA, 1996). 
Os FTs são essenciais em qualquer organismo uma vez que são os 
responsáveis por regularem a transcrição do DNA em RNAm, reprimindo ou induzindo 
a transcrição da informação genética. Os FTs são constituídos por domínios específicos 
que os classificam em diferentes famílias, como por exemplo, helix-loop-helix (HLH), 
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basic-leucine zipper (bZIP), Zn_clus, C2H2, entre outros (KADONAGA, 2004; 
LUSCOMBE et al., 2000; PABO; SAUER, 1992). Como exemplificado pelo Cre1, os 
FTs também são responsáveis por controlar a produção das enzimas que degradam a 
biomassa, e os principais FTs já descritos pertencem as famílias Zn_clus e C2H2 
(STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 2008; TODD et al., 2014) 
Estes FTs são induzidos de modo diferente dependendo da espécie do fungo 
filamentoso. Em A. niger, outro microrganismo muito estudado devido a sua capacidade 
de degradar biomassa, a expressão das principais enzimas dos complexos celulolítico e 
hemicelulolítico é corregulada pela mesma molécula indutora (D-xilose), enquanto que 
em T. reesei uma gama diferente de enzimas pode ser induzida dependendo do açúcar 
indutor (D-xilose, xilobiose, soforose, lactose) (DOS SANTOS CASTRO et al., 2014; 
HUANG; WAGES, 2016; STERNBERG; MANDELS, 1979).  
Como já mencionado, a glicose ativa a via de repressão por carbono 
mediada por Cre1, que entre outros, atua reprimindo a expressão do fator de transcrição 
xyr1 (PORTNOY et al., 2011), o principal ativador dos genes que codificam as enzimas 
hidrolíticas (xilanases, celobiohidrolases e endoglucanases) (MACH-AIGNER et al., 
2008). Também foi verificado que Cre1 se liga às sequências específicas do promotor 
de cbh1, que codifica a celobiohidrolase I, uma enzima que constitui cerca de 60% das 
proteínas secretadas por T. reesei (ILMÉN; KLEMSDAL; PENTTILA, 1996), bem 
como na região promotora de xyn1, que codifica a uma xilanase (MACH et al., 1996), 
inibindo a expressão destes genes diretamente.  
Vários trabalhos descrevem outros FTs que regulam a expressão de 
hidrolases e outras enzimas que atuam na biomassa como, por exemplo, Ace1 e Ace2. 
Esses fatores fazem o fine-tuning da regulação dos genes destas enzimas, sendo o 
primeiro um regulador negativo e o último, um regulador positivo (RAUSCHER et al., 
2006; STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 2008). Recentemente, o FT Ace3 foi 
descrito como um novo regulador positivo, uma vez que sua deleção compromete a 
transcrição e produção de diversas celulases e xilanases (HÄKKINEN et al., 2014). 
Além destes, outros FTs vêm sendo identificados e muitos vêm sendo patenteados em 
processos para produção industrial destas enzimas (DERNTL et al., 2015; HÄKKINEN 
et al., 2014; HE et al., 2014; NITTA et al., 2012; SHIDA; FURUKAWA; 
OGASAWARA, 2016; STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 2008), o que demonstra a 
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importância de estudar estas proteínas. 
 
2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 
2.1 Petróleo versus etanol 
Atualmente, o petróleo é a principal matéria-prima empregada na geração de 
produtos químicos e combustíveis, porém se trata de uma fonte de energia esgotável. 
Isso gera uma grande preocupação que, aliada às mudanças climáticas, tornaram 
necessário o desenvolvimento e melhoramento de fontes de energias sustentáveis 
(CLARK; LUQUE; MATHARU, 2012; DOS SANTOS CASTRO et al., 2014; LEITE 
et al., 2009). Neste contexto, o Brasil se destaca por ser o segundo maior produtor 
mundial de etanol, principal biocombustível utilizado no mundo. O etanol brasileiro é 
produzido a partir da cana, cuja safra de 2016/2017 deve chegar a 690,98 milhões de 
toneladas, mostrando um crescimento de 3,2% em relação à safra anterior (CONAB, 
2016). 
É curioso o fato de que os primeiros automóveis brasileiros foram 
desenhados para funcionar com etanol, mas devido à descoberta de novos campos 
petrolíferos, sua abundância e preços baixos no início do século XX, os motores foram 
modificados, dando preferência à combustíveis a base do petróleo, e a gasolina tornou-
se a principal opção (LOPES et al., 2016). O uso do etanol em larga escala como 
biocombustível para motores de ignição só passou a ser significativo na década de 70 
devido à crise do petróleo, o que levou o governo brasileiro a incentivar seu uso através 
do Programa Nacional do Álcool (PRÓ-ÁLCOOL), e assim reduzir a dependência dos 
país da importação do petróleo (LOPES et al., 2016).  
A partir de então, houve uma enorme expansão das áreas cultivadas de cana, 
que chegou a ocupar cerca de 60% da área cultivada em municípios como Ribeirão 
Preto e Piracicaba, possibilitando um aumento na produção de etanol (KOHLHEPP, 
2010). Em 1976, 95% da produção de automóveis já era totalmente de carros movidos a 
álcool. No entanto, na segunda metade dos anos 1980, uma combinação de fatores que 
envolvem a queda do preço do petróleo, a redução dos subsídios aos produtores de cana 
e o aumento do preço do açúcar contribuíram para a diminuição da produção deste 
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biocombustível e, por consequência, houve uma grande queda na demanda por carros 
movidos a etanol, que deixaram de ser fabricados no fim dos anos 1990. Porém, mesmo 
após o final do programa PRÓ-ÁLCOOL, a adição de etanol à gasolina foi mantida com 
o intuito de reduzir as emissões de CO2, principalmente nas grandes cidades e, 
atualmente, a gasolina contém uma mistura de 27% de etanol anidro. Esta mistura 
permitiu diminuir a adição de compostos tóxicos à gasolina, como o tetraetil-chumbo e 
benzeno. A gasolina com chumbo foi proibida em vários países devido a graves 
problemas de contaminação do meio ambiente e dos seres humanos. O uso de misturas 
de etanol e gasolina também melhorou a qualidade do ar nos grandes centros urbanos, 
reduzindo as emissões de monóxido de carbono de 50 g/km para menos de 5,8 g/km 
dirigido (LOPES et al., 2016).  
O sucesso de iniciativas passadas no desenvolvimento de automóveis 
movidos a etanol rendeu à indústria brasileira capacidade de desenvolver os automóveis 
flex-fuel, que começaram a ser produzidos em 2003 (KOHLHEPP, 2010; LOPES et al., 
2016). Estes carros podem funcionar tanto com etanol hidratado 100% como com 
diferentes proporções de misturas de gasolina, uma vez que sensores eletrônicos 
detectam a mistura de combustível e ajustam automaticamente a combustão do motor. 
Isso permite ao consumidor a escolha do combustível mais conveniente e/ou barato 
(LOPES et al., 2016) e, dado a esta vantagem, sua aceitação no mercado foi 
significativa; representando cerca de 85% dos automóveis utilizados no Brasil em 2015.  
  
2.2 Etanol de primeira e segunda geração 
O etanol pode ser produzido por processos químicos ou microbiológicos, 
sendo a via química baseada na hidratação de etileno e o processo microbiológico 
realizado principalmente pela levedura Saccharomyces cerevisiae. Na atualidade, a 
principal rota industrial utilizada para a produção de etanol no mundo é o processo 
microbiológico, também conhecido como fermentação alcoólica ou fermentação 
etanólica (LOPES et al., 2016). Nesse processo, o açúcar é convertido pela levedura em 
etanol, energia, biomassa celular, CO2 e outros subprodutos. 
No Brasil, a principal biomassa utilizada para a produção de etanol é a cana, 
enquanto que nos Estados Unidos é o milho. Embora os EUA sejam o maior produtor 
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mundial desse biocombustível, no Brasil ela é mais vantajosa e rentável devido a 
algumas razões como: (i) os açúcares fermentescíveis da cana ficam prontamente 
disponíveis no caldo extraído, já no milho, é necessária a conversão do amido em 
açúcares simples por ação enzimática, o que encarece o processo (NOGUEIRA et al., 
2008; VIEIRA; LIMA; BRAGA, 2007), (ii) a cana apresenta vantagem em termos de 
produtividade, um hectare de cana pode ser convertido em uma produção de etanol duas 
vezes maior que um hectare de milho (ANDREOLI; SOUZA, 2007; MAFIOLETTI; 
MARTINS; TURRA, 2011), (iii) a fermentação do açúcar derivado da cana leva de 10 a 
12 horas (FERRI et al., 2014), enquanto que a do milho, 38 a 45 horas; (iv) o processo 
fermentativo utilizado no Brasil é continuo, onde as células são recicladas e a 
produtividade volumétrica é mais elevada (SÁNCHEZ; CARDONA, 2008). Além 
disso, nos EUA existem sérias questões sobre a expansão da área dedicada ao cultivo de 
milho para produção de etanol, pois além do milho poder ser utilizado como alimento, 
este cultivo “extra” para produzir combustível compete com o cultivo da soja e outras 
culturas, o que gera o conflito produção de combustível versus alimento, o que não 
ocorre no Brasil (LEITE et al., 2009). Diante dessas vantagens, o Brasil se tornou 
referência mundial na produção deste biocombustível, e se destaca como um país que 
possui a tecnologia mais barata e uma grande disponibilidade de matéria-prima, tendo 
potencial para ser o maior produtor mundial (LEITE et al., 2009; TRIANA, 2011). 
O etanol proveniente da fermentação da glicose e frutose que constituem a 
sacarose do caldo de cana ou da glicose presente no milho (na forma de amido) e outras 
culturas é denominado etanol de primeira geração (1G). Já o etanol 2G, ou 
lignocelulósico, é aquele obtido a partir da fermentação dos açúcares presentes na 
biomassa lignocelulósica, principalmente glicose e xilose (HO; HAO; GUO, 2014). 
Muitas vezes essa biomassa é originária de resíduos provindos da indústria de 
agronegócios, como bagaço e palha da cana, do milho, entre outros. Mas também pode 
ser proveniente de resíduos florestais como, por exemplo, da casca do eucalipto, de 
resíduos sólidos industriais e municipais (papelão, resto de frutas e vegetais), de plantas 
de silvicultura de rotação curta como salgueiro, Populos sp, e pinheiros, e de culturas 
dedicadas à produção de energia, como por exemplo as gramíneas Miscanthus sp., 




O principal resíduo lignocelulósico utilizado na indústria brasileira é o 
bagaço da cana, resíduo fibroso resultante da moagem dos colmos e da prensagem da 
cana para extração do caldo (PANDEY et al., 2000). Nas usinas, geralmente o bagaço é 
queimado nas caldeiras para suprir a demanda energética das mesmas e a energia 
elétrica excedente é vendida (DE SOUZA et al., 2013; SOUZA, 2013). Além disso, o 
bagaço também é utilizado como ração animal (MOLINA; BOZA; AGUILERA, 1983), 
como matéria prima para produção de compostos químicos (CARDONA; QUINTERO; 
PAZ, 2010), na construção civil (UNICA, 2011), na indústria cosmética e farmacêutica 
(LIMA NETO; PETROVICK, 1997), entre outros.  
O processo de produção de etanol 2G consiste, resumidamente, em 3 etapas: 
pré-tratamento, sacarificação (hidrólise) e fermentação. O pré-tratamento pode ser 
químico, físico ou mecânico e é necessário para afrouxar a parede celular vegetal, 
tornando-a mais acessível às enzimas degradadoras de biomassa (SÁNCHEZ, 2009). 
Nessa etapa a cristalinidade da celulose diminui, fazendo com que a quebra dos 
polissacarídeos pelas enzimas seja mais rápida e, portanto, com maior rendimento. A 
sacarificação é necessária para a conversão desses polissacarídeos presentes na parede 
vegetal em monômeros. Na fermentação, esses açúcares são fermentados para produção 
de etanol; o microrganismo modelo mais comumente utilizado nas dornas é a 
Saccharomyces cerevisae. Essa levedura tem grande aceitação no meio industrial pois 
apresenta uma alta taxa de fermentação e de tolerância ao etanol; porém, ela não 
fermenta pentoses, como xilose e arabinose, provenientes da degradação da 
hemicelulose da parede vegetal, sendo esse um dos desafios da produção de etanol 2G 
(DASHTBAN; SCHRAFT; QIN, 2009). 
Uma vez que o Brasil possui potencial competitivo para produção desse tipo 
de combustível, muitos estudos têm sido feitos para melhorar o processo como um todo, 
e estima-se que com a tecnologia do etanol 2G, poderia ocorrer um aumento de até 50% 
da produção brasileira; mas, para isso, além de vencer as barreiras do próprio processo 
de produção, é necessário investimentos e políticas públicas (MILANEZ et al., 2015). 
 
2.3 Parede celular vegetal e a problemática das enzimas  
Os polissacarídeos da parede celular vegetal são compostos orgânicos muito 
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abundantes na natureza (SOUZA, 2013), sendo que a cana é constituída por 48,6% de 
celulose, 31,1% de hemicelulose, 19,1% de lignina e 1,2% de cinzas (DE SOUZA et al., 
2013). Também é possível serem encontradas pequenas quantidades de lipídios, 
proteínas e pectina, que podem variar de acordo com a fonte da biomassa (PAULY; 
KEEGSTRA, 2008). Os polissacarídeos presentes na parede vegetal são heterogêneos e 
ficam entrelaçados formando uma estrutura muito complexa (VRIES; VISSER, 2001). 
A celulose é um polímero formado por monômeros de glicose unidos por ligações β-1,4. 
Apesar de sua estrutura ser relativamente simples, a celulose não é um polímero de fácil 
degradação pois suas cadeias estão fortemente ligadas por pontes de hidrogênio e 
ligações covalentes (SOUZA, 2013; VRIES; VISSER, 2001), e esse tipo de interação 
forma estruturas cristalinas muito bem organizadas que são insolúveis. As fibras de 
celulose também possuem uma parte não-cristalina, que é amorfa e desorganizada e, 
portanto, mais fácil de ser hidrolisada (CHENGJUN; QINGLIN, 2012). 
O segundo constituinte mais abundante da parede celular é a hemicelulose, 
um polissacarídeo heterogêneo formado por diferentes unidades de açúcares como, por 
exemplo, glicose, xilose, galactose e manose. A hemicelulose é altamente ramificada e é 
classificada de acordo com os tipos de resíduos que a compõe, sendo os principais tipos: 
xilano, xiloglucano e galactomanano. O xilano é o polissacarídeo mais abundante na 
hemicelulose das monocotiledôneas, e é formado por cadeias centrais de xilose unidas 
por ligações glicosídicas β-1,4 e que muitas vezes possuem monômeros de arabinose 
ligados à sua cadeia, passando a ser denominado de arabinoxilano, sendo essa a 
hemicelulose predominante na cana (DE SOUZA et al., 2013). Entretanto, outras 
ramificações contendo xilose, galactose, ácido glicurônico, ácido ferúlico e grupos 
acetil podem ser encontradas (SOUZA, 2013). Já o xiloglucano possui uma cadeia 
central de glicose com ramificações de xilose, frutose e galactose, enquanto que o 
galactomanano possui uma cadeia central de manose e ramificações de galactose 
(HÄKKINEN et al., 2012; SCHELLER; ULVSKOV, 2010; SOUZA, 2013).  
Por último, o terceiro constituinte da parede vegetal é a lignina, um 
composto altamente resistente à degradação biológica ou química, formada por 3 
álcoois aromáticos: coniferílico, sinapílico e cumarílico (KUBICEK, 2013). Esse 
composto tem a função de proteger a planta de possíveis agressores como pragas e 
fatores externos, conferindo rigidez, impermeabilidade e resistência a mesma. A lignina, 
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por sua vez, não é utilizada no processo de produção de etanol e os compostos fenólicos 
liberados na sua degradação inibem a fermentação (KRICKA; FITZPATRICK; BOND, 
2014). 
A hemicelulose se liga à celulose através de ligações do tipo ponte de 
hidrogênio e aos resíduos fenólicos da lignina de forma covalente, interagindo também 
com outros polissacarídeos como a pectina e o glucano (DASHTBAN; SCHRAFT; 
QIN, 2009). Assim, essa conformação dos polissacarídeos na parede celular vegetal a 
torna altamente recalcitrante, o que impede a penetração de compostos ou enzimas no 
interior da estrutura vegetal. Como já mencionado, para que ocorra a liberação dos 
açúcares fermentescíveis (pentoses e hexoses), a biomassa lignocelulósica deve ser 
submetida a pré-tratamentos para facilitar a ação das enzimas e outras proteínas que 
atuam na desconstrução desses açúcares complexos (DASHTBAN; SCHRAFT; QIN, 
2009; DE SOUZA, 2013; LI et al., 2014, 2012; WILLIS; MAZAREI; STEWART, 
2016). 
Dada a sua complexidade, a desconstrução da biomassa lignocelulósica 
requer a ação combinada de diversas enzimas como celulases (endoglucanases, 
celobiohidrolases/exoglucanases e β-glicosidases), hemicelulases (endoxilanases, β-
xilosidases, α-glucoronidases, α-arabinofuranosidases, galactosidases, esterases, entre 
outras) e oxidativas (peroxidases, lacases e celobiose desidrogenases). A celulose é 
clivada internamente pelas endoglucanases, principalmente na região amorfa, gerando 
oligossacarídeos com novas extremidades, que se tornam alvo para ação das 
celobiohidrolases; estas, por sua vez, hidrolisam a celulose gerando dissacarídeos 
(celobiose). As β-glicosidases atuam degradando a celobiose em glicose, monômeros 
facilmente metabolizáveis (DASHTBAN; SCHRAFT; QIN, 2009; SOUZA, 2013; 
VRIES; VISSER, 2001). 
Apesar da hemicelulose ser um polissacarídeo mais heterogêneo, o que 
requer uma gama bem maior de enzimas, ela é mais fácil de ser convertida em 
monômeros. O xilano é degradado através da ação das β-endoxilanases que clivam sua 
cadeia principal em oligossacarídeos menores; esses oligossacarídeos são então clivados 
pelas β-xilosidases gerando xilose. O xiloglucano, por ser constituído por uma cadeia de 
glicose e possuir ramificações de xilose, necessita para sua degradação, da ação de 
endoglucanases (xiloglucanases) e de β-glicosidases. Já o galactomanano, necessita da 
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ação de β-endomanases, que clivam internamente o galactomanano liberando 
mananoligossacarídeos e β-manosidases (SOUZA, 2013).  
As enzimas oxidativas catalisam a clivagem por oxidação de polissacarídeos 
quando reduzidas por um doador de elétrons. Esse doador de elétrons pode ser de 
diversas origens como fenóis presentes na biomassa vegetal, pigmentos fotossintéticos, 
frações de lignina, entre outros (KRACHER et al., 2016). Em seu sítio ativo é 
necessário um único íon de cobre para ativar o oxigênio molecular e hidroxilar a cadeia 
do polissacarídeo, conduzindo à eventuais rupturas (KRACHER et al., 2016). Já foi 
demonstrado que a degradação da celulose é aumentada com o uso deste tipo de enzima, 
já que ela ataca a celulose cristalina e libera mais extremidades para ação das hidrolases. 
Vale ressaltar que estas oxidases também atuam na hemicelulose (AGGER et al., 2014) 
e amido (VU et al., 2014), sendo importantes aliadas para a degradação da biomassa 
recalcitrante.  
Como explicado acima, cada uma das enzimas possui um mecanismo de 
ação distinto e, dada a complexidade da biomassa, os coquetéis enzimáticos devem ser 
compostos por enzimas de diferentes grupos, que atuem preferencialmente em sinergia 
(VAN DEN BRINK; DE VRIES, 2011). O problema em relação a estes coquetéis é que 
eles possuem um alto custo, aproximadamente $2,70/gal (dólares por galão de 
biocombustíveis) (LIU; ZHANG; BAO, 2016), sendo esta uma das principais barreiras 
a serem vencidas no processo de produção do etanol 2G, de modo que ele possa ser 
economicamente viável (DE SOUZA, 2013; MÉNDEZ ARIAS et al., 2016).  
Diversos microrganismos (bactérias, leveduras e fungos) naturalmente 
evoluíram no sentido de se aproveitarem dos açúcares presentes na parede vegetal, 
produzindo as enzimas de interesse para o desenvolvimento dos coquetéis. Dentre a 
variedade desses microrganismos, os fungos filamentosos são os que mais se destacam. 
Os fungos são organismos saprófitos que possuem necessidades nutricionais mínimas, 
fazendo uso de matéria orgânica em decomposição, além de produzir e secretar uma 
variedade enorme de metabólitos, como é o caso de diversas espécies do gênero 
Aspergillus, Trichoderma, Penicillium, entre outras (ARO; PAKULA; PENTTILÄ, 




2.4 O gênero Trichoderma e a espécie T. reesei 
A primeira descrição de Trichoderma é datada de 1794 (DRUZHININA; 
KOPCHINSKIY; KUBICEK, 2006; PERSOON, 1794), e os fungos filamentosos desse 
gênero são colonizadores de materiais celulósicos e podem ser encontrados sempre que 
houver material vegetal em decomposição (JAKLITSCH, 2009; KUBICEK; KOMON-
ZELAZOWSKA; DRUZHININA, 2008), bem como na rizosfera de plantas onde 
podem induzir resistência sistêmica contra patógenos, como é o caso das espécies T. 
harzianum, T. virens, T. atroviride e T. asperellum (HARMAN, 2000; HERMOSA et 
al., 2001). Eles habitam os mais diversos ambientes como plantações agrícolas, 
pastagens, florestas, pântanos, pradarias, e nas mais diversas condições climáticas 
(KLEIN; EVELEIGH, 1998). Além disso, já foram isoladas espécies de fontes 
inesperadas, tais como baratas, mexilhões e moluscos marinhos e intestino de cupim 
(SCHMOLL; SCHUSTER, 2010). Atualmente, são conhecidas 252 espécies do gênero 
Trichoderma (BISSETT et al., 2015), embora existam muitas outras sequências 
depositadas nos bancos de dados que ainda não foram identificadas com segurança.  
Dentre uma diversa gama de gêneros de fungos, Trichoderma se destaca 
como sendo um dos de maior relevância para a humanidade. Em geral, Trichoderma 
não tem efeito nocivo em seres humanos, mas algumas espécies podem ser patógenas 
oportunistas em pessoas imunocomprometidas, como T. citrinoviride, T. harzianum e T. 
longibrachiatum (DRUZHININA et al., 2008; KANTARCIOĞLU et al., 2009). 
Também podem ser patógenos de planta como é o caso de T. aggressivum que infecta e 
deteriora plantações comerciais de cogumelos (SAMUELS et al., 2002). Algumas 
espécies são utilizadas para obtenção de metabólitos secundários que também são de 
grande interesse comercial como, por exemplo, T. atroviride, que produz uma 
substância volátil com cheiro de coco e por isso pode ser utilizado como aromatizante 
em alimentos (ODA; ISSHIKI; OHASHI, 2009). 
De interesse biotecnológico, sem dúvida alguma a espécie que mais se 
destacada quando nos referimos à importância industrial é a T. reesei, uma das maiores 
produtoras de enzimas degradadoras de biomassa (PETERSON; NEVALAINEN, 2012) 
e proteínas recombinantes (ADRIO; DEMAIN, 2003; NEVALAINEN; TE’O; 
BERGQUIST, 2005). T. reesei produz 2 celobiohidrolases, 5 endoglucanases, 2 β-
glicosidases já caracterizadas e 5 preditas. Além dessas celulases, estão presentes em 
23 
 
seu genoma 16 genes de hemicelulases, sendo 4 endoxilanases, 1 mananase, 1 
acetilxilano esterase caracterizada e outra predita, 1 α-glucuronidase, 1 
arabinofuranosidase caracterizada e 2 preditas, 3 α-galactosidases e 1 β-xilosidase 
(HÄKKINEN et al., 2012; MARTINEZ et al., 2008). O fato de T. reesei possuir uma 
gama bem diversa de enzimas, faz com que essa cepa seja utilizada frequentemente na 
produção de coquetéis enzimáticos na indústria, como é o caso de Cellic CTec3® 
(Novozymes A/S, Dinamarca) e Accellerase® 1500 (DuPont™, Estados Unidos) 
(NOVOZYMES A/S, 2012; DUPONT, 2013).  
Esta espécie foi originalmente isolada nas ilhas Salomão, sendo encontrada 
colonizando os uniformes e tendas dos soldados do exército dos EUA durante a 
Segunda Guerra Mundial; na ocasião, foi identificada como da espécie T. viride, e a 
cepa nomeada de QM6a (MANDELS; REESE, 1956; PETERSON; NEVALAINEN, 
2012). Vinte anos mais tarde, foi verificado que QM6a se tratava na verdade de uma 
nova espécie, que recebeu o nome de T. reesei em homenagem ao pesquisador Elwyn T. 
Reese (SIMMONS, 1977). A princípio, seu poder destrutivo foi visto como um 
problema, porém, não demorou muito para que os pesquisadores Mary Mandels e 
Elwyn T. Reese percebessem o seu potencial biotecnológico; em um estudo que fizeram 
com uma enorme coleção de espécies de Trichoderma, QM6a demonstrou uma alta 
capacidade de degradar a celulose cristalina (BISCHOF; RAMONI; SEIBOTH, 2016; 
MANDELS; REESE, 1956). Essa capacidade, aliada à preocupação mundial pela 
necessidade de fontes alternativas de energia, mostrou que estes microrganismos 
poderiam ser fontes de celulases para produção de etanol 2G, e uma série de iniciativas 
foram feitas visando melhorar a produção destas enzimas por esta cepa (PETERSON; 
NEVALAINEN, 2012). A primeira tentativa de geração de um mutante que produzisse 
mais celulases foi feita por mutagênese randômica, através de irradiação. Foi obtida 
uma cepa, denominada QM9414, que produzia de 2 a 4 vezes mais celulase do que a 
cepa parental QM6a (MANDELS; WEBER; PARIZEK, 1971). Em um trabalho 
realizado por outro grupo, onde foi utilizada mutagêneses por químicos e UV, obteve-se 
a famosa cepa RUT-C30 (MONTENECOURT; EVELEIGH, [a], [b], 1977).  
A genômica comparativa é uma ferramenta muito importante para a 
compreensão do estilo de vida e interação com o ambiente dos diversos organismos. A 
espécie T. reesei possui o menor genoma dentro do gênero (33 Mb), provavelmente por 
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perda de genes durante sua evolução (KUBICEK et al., 2011). O sequenciamento da 
cepa parental QM6a (MARTINEZ et al., 2008) revelou que essa espécie possui cerca de 
2.000 genes a menos que o genoma de T. atroviride (KUBICEK et al., 2011), espécie 
filogeneticamente relacionada.  
Em um estudo recente, Gupta et al. (2016) fizeram uma comparação entre o 
genoma de T. reesei QM6a com os quatro fungos degradadores de biomassa mais 
estudados: Neurospora Crassa, A. niger, A. nidulans e P. chrysogenum. Os tamanhos 
dos genomas de todos eles são similares (~33 Mb), com exceção de N. crassa que 
possui 40 Mb. Foi verificado que, proporcionalmente, quando é comparada a 
quantidade de proteínas (fatores de transcrição, transportadores e enzimas hidrolíticas) 
com o tamanho dos genomas, T. reesei possui uma maior quantidade dessas proteínas, 
mesmo em relação ao N. crassa, que possui um genoma bem maior. É sugerido que esta 
é uma característica importante de T. reesei, que provavelmente está relacionada com a 
grande eficiência desse fungo no reconhecimento de substrato, transporte e ativação da 
expressão gênica de enzimas (GUPTA et al., 2016).   
Como mencionado, a obtenção da cepa RUT-C30, objeto desse trabalho, 
ocorreu em três etapas, com a criação de algumas cepas intermediárias, como a M7 e 
NG14 (MONTENECOURT; EVELEIGH, 1977 [b]). No estudo conduzido por Seidl et 
al. (2008), foi constatado que tanto a cepa RUT-C30 como a cepa intermediária NG14 
possuem uma deleção importante de 85 Kb de genoma, que resultou na perda de 29 
genes, incluindo transportadores, fatores de transcrição e enzimas do metabolismo 
primário (SEIDL et al., 2008). Também foi confirmado que RUT-C30 apresenta um 
truncamento no cre1, o fator de transcrição responsável pela repressão catabólica. Este 
truncamento já havia sido verificado anteriormente (ILMÉN; KLEMSDAL; 
PENTTILA, 1996), mas este trabalho comprovou que foi uma alteração importante em 
relação à cepa NG14, já que permite a produção de celulases na presença de glicose, o 
que não acontecia com as outras cepas (BISARIA; GHOSE, 1981). Isto porque a 
presença de carboidratos como a glicose, assegura a utilização preferencial desta fonte 
de carbono mais fácil de ser metabolizada, reprimindo a síntese das enzimas 
celulolíticas e hemicelulolíticas (repressão catabólica). Para a célula isto é benéfico 
porque a fonte de carbono mais favorável é aproveitada e a energia não é desperdiçada 
na síntese de outros sistemas catabólicos que não são necessários.  
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Em relação às alterações gênicas, além das mudanças comentadas acima, 
houveram muitos outros eventos no genoma de T. reesei RUT-C30, como rearranjo de 
genes, alteração no tamanho de cromossomos, entre outros (PETERSON; 
NEVALAINEN, 2012). Além disso, foram verificadas mudanças fisiológicas entre as 
cepas RUT-C30 e QM6a; RUT-C30 possui uma coloração verde amarelada mais fraca 
que a cepa parental (Figura 1), um retículo endoplasmático 6 vezes maior, possuindo 
mais fosfolipídeos e maior quantidade de proteínas nos micélios. Além disso, apresenta 
30 vezes mais atividade de endoglucanases e 3 vezes mais de β-glicosidases, e um 
potencial celulolítico de 15 a 20 vezes maior que QM6a (PETERSON; NEVALAINEN, 
2012). 
  
Figura 1. Foto de uma placa esporulada de T. reesei RUT-C30, que apresenta uma coloração 
verde mais clara (esquerda) e QM6a, com uma coloração mais escura (direita). 
 
 
2.5 Fatores de transcrição 
A difícil tarefa de regular a expressão de genes na diversidade de células 
presentes em organismos multicelulares é realizada principalmente pela ação 
combinadas de várias proteínas reguladoras de transcrição diferentes. Além disso, o 
empacotamento de DNA em cromatina e a sua modificação por metilação conferem 
mais níveis de complexidade ao controle da expressão de genes eucarióticos 
(ALBERTS et al., 2002). 
Para a maioria dos genes, o principal nível de regulação ocorre durante a 
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transcrição do DNA em RNAm. Esta etapa é controlada por proteínas regulatórias 
chamadas fatores de transcrição (FTs) que se ligam a sequências específicas no 
promotor dos genes alvos, controlando a transcrição da informação genética. Os FTs 
podem atuar sozinhos ou junto a um complexo de proteínas, promovendo (sendo então 
um ativador) ou bloqueando (repressor) o recrutamento da enzima RNA polimerase, 
responsável pela transcrição. Em eucariotos, estes fatores podem ser divididos em dois 
tipos: genéricos ou sítio específicos. Os FTs genéricos são necessários em todos os 
eventos de transcrição que utilizam a RNA polimerase II e muitas vezes fazem parte de 
um complexo denominado complexo de pré-iniciação. Já os fatores de transcrição sítio-
específicos, como o próprio nome sugere, estão presentes apenas nos tipos celulares 
onde atuam e/ou em um determinado momento do ciclo de vida do organismo 
(ALBERTS et al., 2002).  
Os FTs consistem em módulos funcionais conservados contendo: (i) 
domínios de ligação ao DNA: onde as moléculas de DNA se ligam, sendo que alguns 
FTs possuem duas regiões de ligação distintas; (ii) domínios de ativação: permitem a 
interação da proteína que será utilizada para realizar uma certa função reguladora ou 
para recrutar outras proteínas reguladoras; tais domínios, em um sentido mais amplo, 
influenciam na taxa de transcrição; (iii) domínios de ligação aos ligantes: possibilitam a 
reação a estímulos externos, o que pode levar a mudanças estruturais que influenciam as 
possibilidades de ativação e de ligação; e (iv) domínios de tráfico: orientam a 
importação do citoplasma ao núcleo para regular a forma ativa da proteína (WILL, 
2015). 
        As interações regulatórias entre os fatores de transcrição e seus genes alvos 
são muito complexas, e podem ser analisadas em diferentes níveis estruturais (Figura 2). 
No nível mais básico, temos o FT interagindo diretamente com seu gene alvo (Figura 
2a). Em outros níveis, as unidades básicas são organizadas em padrões de interconexões 
formando o que é denominado redes de motifs (motivos). Estes motivos representam as 
unidades mais simples de regulação dessa rede, possuindo padrões específicos de 
interação entre os FTs e seus genes alvo. Essas interações podem ser de 3 tipos: single 
input (SI), multiple input (MI) e feed-forward loop (FFL) (Figura 2b). As interações SI 
e MI são caracterizadas por motivos de ação direta, onde um único ou múltiplos FTs 
regulam seus alvos e podem ser coexpressos. A interação do tipo FFL é composta de 
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dois FTs, onde o primeiro regula o segundo, e ambos regulam um gene alvo final 
(Figura 2b). Já em um nível intermediário, a análise da interação dos FTs e seus genes 
alvo pode ser feita em módulos (Figura 2c), porém, como dito acima, diversos estudos 
mostram que as redes de regulação são extremamente interconectadas (Figura 2d), e 
poucos módulos se encontram separados do restante dessas redes (BABU et al., 2004). 
 
 
Figura 2. Organização estrutural das redes de regulação transcricional (Retirada de Babu et al., 
2004): (a) Unidade básica de um fator de transcrição, seu gene alvo e domínio de ligação e a 
interação regulatória entre eles; (b) Unidades organizadas em motivos que compreendem 
padrões específicos de inter-regulação, como por exemplo: single input (SI), multiple input (MI) 
e feed-foward loop (FFL); (c) Redes de motivos que podem ser interconectadas formando 
módulos; (d) Interação formando uma rede reguladora transcricional, que fornece o modelo para 
a regulação da expressão gênica em um organismo. 
 
2.5.1 Famílias dos fatores de transcrição 
Com base na similaridade entre sequências de aminoácidos e principalmente 
entre as estruturas dos domínios de ligação ao DNA, os fatores de transcrição podem ser 
classificados em diversas famílias caracterizadas por motivos conservados 
(LUSCOMBE et al., 2000). A Tabela 1 contém as principais famílias, com os domínios 




Tabela 1. Principais famílias de fatores de transcrição. A primeira coluna representa o nome da 
família em questão, a segunda representa o número de acesso do domínio correspondente no 
Pfam. 
Família/Domínio Pfam 
Zn(II)2Cys6 (Zn_clus) PF00172 
C2H2 Zinc finger PF00096 
Basic-leucine zipper (bZIP) PF00170 
Helix-loop-helix (HLH) PF00010 
GATA-type Zinc finger PF00320 
 
A família Zn(II)2Cys6, comumente conhecida como Zn_clus, é a mais 
abundante de todas e se difere de outras proteínas zinc finger pois apresentam seis 
resíduos de cisteína que se ligam à dois átomos de zinco e por isso também pode ser 
chamada de zinc binuclear cluster. As proteínas desse tipo interagem com o DNA como 
monômeros ou como homo/heterodímeros e estão envolvidas em várias funções, como 
no metabolismo de açúcar e aminoácidos, síntese de vitaminas, remodelamento da 
cromatina, entre outros (SCHMOLL et al., 2016). 
A família C2H2 é uma das mais numerosas e as proteínas apresentam dois 
resíduos de cisteína e dois de histidina (CX2–4CX1-2HX2–6H) que interagem com um 
único átomo de zinco, formando um tetraedro. Estes FTs estão envolvidos em várias 
funções como resposta ao estresse, metabolismo de carbono e supressão tumoral 
(SCHMOLL et al., 2016). As proteínas da família GATA-type foram descritas como 
reguladoras de genes em células eritróides. Essas proteínas são reconhecidas pela região 
(T/A)GATA(AIG) do DNA, que se liga a região CXXC(X)17CXXC do domínio de 
ligação ao DNA do fator de transcrição dessa família.  
A família bZIP é caracterizada por dois subdomínios: uma região básica e 
uma região zíper de leucinas. A região básica é altamente conservada e é formada por 
cerca de 30 aminoácidos, que formam uma estrutura em forma de hélice que interage 
com o DNA alvo. A região zíper de leucinas é menos conservada e constituída por 
repetições de resíduos de leucina a cada sete aminoácidos, em uma extensão de 20 a 40 
resíduos (o número de repetições de leucina varia entre três a nove), formando uma 
estrutura espiral, que confere dimerização específica e a habilidade de formar homo e 
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heterodímeros com outras proteínas, regulando genes que desempenham muitas 
funções, como desenvolvimento assexual, biossíntese de aminoácidos, entre outros 
(LANDSCHULZ; JOHNSON; MCKNIGHT, 1988; SCHMOLL et al., 2016).   
Por fim, a família HLH possui dois domínios altamente conservados, o de 
ligação ao DNA e o de interação com outras proteínas. O primeiro, composto 
principalmente por resíduos básicos, permite a ligação específica a uma sequência de 
seis nucleotídeos (CANNTG) conhecida como E-box. O segundo domínio, formado 
principalmente por resíduos hidrofóbicos, é chamado helix-loop-helix e permite 
interações entre proteínas e a formação de homo e heterodímeros. O domínio de 
dimerização contém cerca de 50 aminoácidos e se dispõe na forma de duas α-hélices 
anfipáticas separadas por um loop de tamanho variável. Algumas proteínas conhecidas 
como bHLH (basic helix-loop-helix) contêm ainda um domínio de dimerização do tipo 
zíper de leucinas, caracterizado por hepta-repetições de resíduos de leucina que ocorrem 
imediatamente após o motivo HLH, na porção C-terminal da proteína (ATCHLEY; 
FITCH, 1997). 
Como já comentado, as famílias de FTs são classificadas pelos seus 
domínios de ligação ao DNA, já que estes estão bem caracterizados estruturalmente e 
podem ser facilmente detectados a partir da sequência de proteínas. Já os domínios de 
ativação são muito mais difíceis de serem encontrados e poucos deles são determinados 
estruturalmente. Existe uma diversidade evolutiva dentro das famílias de FTs que 
muitas vezes pode ser explicada pela alteração ou perda de domínios específicos. 
Assim, a troca ou redistribuição de alguns módulos funcionais pode produzir uma 
grande variedade de FTs diferentes, porém da mesma família (WILL, 2015).  
 
2.5.2 Importância dos fatores de transcrição na degradação da biomassa 
Como dito anteriormente, apesar de anos de pesquisa e desenvolvimento 
com fungos utilizados industrialmente para produção de enzimas, como T. reesei, os 
mecanismos de regulação gênica durante crescimento em biomassa lignocelulósica 
ainda não estão bem elucidados. Além disso, os custos associados à produção de 
coquetéis enzimáticos ainda são considerados uma barreira significativa quando o 
assunto é a comercialização do etanol lignocelulósico. Nesse sentido, os FTs possuem 
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uma grande importância, já que estão envolvidos diretamente com a expressão das 
enzimas degradadoras de biomassa. Diversos trabalhos recentes vêm demonstrando a 
relevância dos mesmos ao descrever e caracterizar novos FTs associados com a 
degradação da biomassa (Tabela 2).  
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Tabela 2¥. Principais proteínas envolvidas na regulação da degradação da biomassa em T. 
reesei, com seus respectivos números de identificação (Id) no banco de dados do JGI (DOE 
Joint Genome Institute Mycocosm), e sua função conhecida na própria espécie ou em outros 
organismos. 
Proteína Id RUT-C30 Função 
Xyr1 98788 Principal ativador de genes de celulases e xilanases 
Cre1 23706 
Regulador chave da repressão catabólica por carbono, suprimindo a 
transcrição de genes de celulases e xilanases 
AmyR 42772 
Regulador da degradação do amido e controla a produção de D-
glucose e D-galactose liberando enzimas 
Ace1 122363 Repressor da expressão de genes das celulases e xilanases 
Ace2 32395 Ativador da expressão de genes das celulases e das xilanases 
Ace3 98455 
Ativador da expressão de genes das celulases e das xilanases e tem 
um papel não muito bem elucidado na expressão de xyr1 
BglR 91236 Ativador de expressão específica de genes de β-glicosidase 
Clr-1 68701 
O ortólogo em Neurospora crassa tem papel positivo na produção de 
celulase 
Clr-2 76250 
O ortólogo em Neurospora crassa tem papel positivo na produção de 
celulase. Em A. oryzae, é um regulador de genes que codificam 
enzimas que degradam manano e celulose 
Hap-2 93466 
Forma o complexo de proteína Hap2/3/5 que representa um ativador 
transcricional positivo que se liga à região promotora do gene da 
celobiohidrolase 
Hap-3 24298 
Forma o complexo de proteína Hap2/3/5 que representa um ativador 
transcricional positivo que se liga à região promotora do gene da 
celobiohidrolase 
Hap-5 125434 
Forma o complexo de proteína Hap2/3/5 que representa um ativador 
transcricional positivo que se liga à região promotora do gene da 
celobiohidrolase 
RhaR 101004 Ativador de genes que codificam pectinases 
MalR 133808 Controla a expressão de genes que utilizam maltose 
Xpp1 101064 Regulador de genes de xilanases mas não de celulases 
Ron1 112541 
Ativador chave do cluster de genes GlcNAc e essencial para o 
catabolismo da quitina 
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Proteína Id RUT-C30 Função 
Pac1 95791 
Regulador transcricional de pH, também envolvido na expressão dos 
genes das celulases 
AreA 140814 
Um regulador global do metabolismo do nitrogênio, com influência 
na produção de celulase 
¥Tabela modificada da apresentada no artigo “Comparative trancriptome analysis reveals different 
strategies for degradation of steam-exploded sugacane bagasse by Aspergillus niger and Trichoderma 




O primeiro FT de T. reesei descrito foi Cre1 (ILMÉN; KLEMSDAL; 
PENTTILA, 1996; STRAUSS et al., 1995), que como foi citado anteriormente está 
envolvido na repressão catabólica por carbono, e seu truncamento propiciou à cepa 
RUT-C30 a possibilidade de expressar as enzimas degradadoras de biomassa mesmo na 
presença de glicose. Alguns anos mais tarde, Saloheimo et al. (2000) identificaram o FT 
Ace1, e verificaram que ele estava envolvido na regulação da celobiohidrolase 1 (cbh1). 
Posteriormente, Aro et al. (2003) mostraram o efeito da deleção desse fator, e foi 
comprovado que Ace1 é um repressor da expressão de celulases e xilanases. Nesse 
ínterim, Aro et al. (2001) descobriram um outro FT que também estava relacionado com 
a regulação das celulases e xilanases, mas dessa vez sendo um ativador, Ace2 (ARO et 
al., 2001). No mesmo ano, um complexo ativador denominado HAP2/3/5 foi 
identificado, e verificou-se que ele está envolvido na modulação da expressão de 
diversos genes relacionados com a expressão de enzimas celulo e hemicelulolíticas 
(ZEILINGER et al., 2001). 
Posteriormente, Rauscher et al. (2006) identificaram o fator de transcrição 
que é conhecido hoje como o principal ativador das celulases e xilanases, Xyr1 
(RAUSCHER et al., 2006). É sabido que Xyr1 ativa a transcrição de genes que 
codificam hidrolases, como xyn1, xyn2, cbh1, cbh2, bgl1 e, embora faça a mediação do 
sinal de indução para todos estes genes em várias fontes de carbono indutores, a 
transcrição de xyr1 em si não é induzível por nenhuma delas (MACH-AIGNER et al., 
2008). No entanto, quando cultivado em glicose sofre repressão catabólica por carbono 
mediada por Cre1, e sua transcrição também é reprimida por Ace1 (MACH-AIGNER et 
al., 2008). Em 2012, um novo FT que regula a expressão das β-glicosidades em T. 
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reesei foi identificado e denominado BglR (NITTA et al., 2012). Pac1 foi 
primeiramente identificado em T. harzianum e é um regulador responsivo ao pH, mas 
recentemente foi verificado que em T. reesei atua como um regulador negativo da 
expressão das celulases (SCHMOLL et al., 2016). Já Ace3, identificado por Hakkinen 
et al. (2014) é um regulador positivo, visto que sua deleção compromete a expressão das 
enzimas celulolíticas e hemicelulolíticas. Um ano mais tarde, um fator que está 
relacionado somente com a regulação das enzimas xilanolíticas foi identificado e 
denominado de Xpp1 (DERNTL et al., 2015). Mais recentemente foi identificado um 
fator (Ron1) relacionado com o catabolismo de N-acetilglicosamina, um derivado da 
glicose (KAPPEL et al., 2016). A Figura 3 mostra a representação esquemática dos 
genes que codificam as enzimas celulolíticas e hemicelulolíticas em T. reesei, com os 





Figura 3. Representação dos FTs que regulam os genes de enzimas celulolíticas e 
hemicelulolíticas em T. reesei. A linha sólida representa a ativação do gene e a tracejada, 
repressão (Retirada de Shida et al., 2016). 
 
Recentemente, Zhang et al. (2016) desenharam um FT artificial contendo o 
domínio de ligação de Cre1 acoplado aos domínios efetor e de ligação de Xyr1 e 
superexpressaram constitutivamente essa proteína em T. reesei RUT-C30; com isso, 
verificaram que o fungo produzia uma maior quantidade de celulases e hemicelulases. 
Esse trabalho é só mais um dos diversos exemplos que demonstram a importância da 




O objetivo principal desse trabalho foi a identificação de FTs e outros 
reguladores de transcrição de T. reesei RUT-C30 envolvidos na degradação da biomassa 
lignocelulósica. Como objetivos específicos, teve-se: 
(i) Fazer uma busca e classificar os FTs e outros reguladores da transcrição 
(OTRs) presentes no genoma de T. reesei RUT-C30; 
35 
 
(ii) Construir e validar uma plataforma para quantificação, por PCR em tempo 
real, de todos os FTs e OTRs encontrados em T. reesei RUT-C30; 
(iii) Verificar a expressão dos FTs e OTRs em T. reesei RUT-C30 crescido na 
presença de bagaço, comparando com a expressão dos mesmos em frutose; 
(iv) Validar a importância de alguns FTs e OTRs identificados em (iii) na 
desconstrução da biomassa vegetal, através da construção de cepas com estes genes 
deletados. 
 
4. MATERIAIS E MÉTODOS 
 
Para facilitar o entendimento do trabalho, a metodologia utilizada foi 
separada em 3 tópicos:  
1. Busca pelos fatores de transcrição e desenho de oligonucleotídeos 
(oligos); 
2. Validação da plataforma de expressão e identificação de FTs e OTRs 
diferentemente expressos em bagaço; 
3. Montagem do cassete de deleção e transformação de T. reesei. 
                                                      
4.1 Busca pelos fatores de transcrição e desenho de oligonucleotídeos  
4.1.1 Busca pelos fatores de transcrição e outros reguladores de transcrição 
na linhagem RUT-C30 
Embora o genoma de T. reesei RUT-C30 esteja anotado, foi realizada uma 
nova busca e curadoria para classificar as proteínas como FTs e OTRs. Os OTRs não 
são FTs propriamente ditos, mas sim proteínas que influenciam diretamente a regulação 
da transcrição através de interação proteína-proteína ou por remodelamento de 
cromatina (VETTING et al., 2005). As análises computacionais do projeto foram 
executadas em colaboração com o mestrando Renato Augusto Corrêa dos Santos e seu 
supervisor Dr. Diego Maurício Riaño-Pachón. Foi realizado o download dos proteomas 
de duas cepas de T. reesei, a RUT-C30 e a QM6a, que se encontram no banco de dados 
do JGI (GRIGORIEV et al., 2014). Primeiramente, utilizando a ferramenta hmmsearch, 
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que faz parte do programa HMMER3 (MISTRY et al., 2013), foram procurados os 
domínios característicos de FTs e OTRs nos proteomas acima citados. Essa busca foi 
realizada utilizando os perfis HMMs (Modelos Ocultos de Markov) disponíveis no 
Pfam (PUNTA et al., 2012) juntamente com domínios do PlnTFDB (denominados in 
house) (BUITRAGO-FLÓREZ; RESTREPO; RIANO-PACHÓN, 2014; PÉREZ-
RODRÍGUEZ et al., 2009; RIAÑO-PACHÓN et al., 2007). Os domínios utilizados 
nesse trabalho se encontram no Anexo 2 com os respectivos números Pfam. Foram 
utilizados valores de corte (cutoffs -- opção cut_ga) disponíveis para cada perfil de 
HMM, a fim de evitar falsos positivos. Em seguida, um script Perl in house foi 
utilizado para atribuir as proteínas encontradas às famílias de acordo com as regras 
descritas em PlnTFDB (Tabela 3 e Tabela 4, Figura 4 e Figura 5 para FTs e OTRs, 
respectivamente).  
Esta busca por FTs e OTRs foi realizada em dois momentos do projeto: no 
início de 2013 e no início de 2016. Isso porque foram feitas atualizações no Pfam 
(versão 29) e no PlnTFDB, e queríamos verificar se isso acarretaria em alterações na 
identificação das proteínas. Nesta nova busca, domínios de FTs encontrados em fungos 
e que, portanto, não estavam contemplados no PlnTFDB, foram incluídos. Estes 
domínios se encontram pintados de azul na Tabela 3. Consideramos como resultado os 
FTs e OTRs do genoma de T. reesei RUT-C30 comuns à ambas as buscas. Além disso, 
foram consideradas órfãs todas as proteínas que possuem domínio de FT ou OTR, mas 
que segundo nossa metodologia, não foi classificada em nenhuma família. Alguns 
resultados de proteínas órfãs (21 proteínas) da primeira busca também foram incluídos, 
já que já haviam sido analisados antes da segunda busca.  
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Tabela 3. Famílias de FTs e as regras adotadas para classificá-los (2016). A primeira coluna 
representa as famílias dos FTs, a segunda apresenta o(s) domínio(s) que as proteínas devem 
possuir para serem incluídas nessa família, e na terceira, o(s) domínio(s) que as proteínas não 
devem possuir. Em azul, temos as famílias e os domínios de FTs encontrados em fungos na 
literatura e que foram incluídos nestas análises. 
Família Domínio(s) obrigatório(s) Domínio(s) proibido(s) 
bHLH HLH  
Bromodomain Bromodomain E Bromo_TP  
BSD BSD  
bZIP bZIP_1 OU bZIP_2 OU bZIP_Maf HLH 
C1-4-t1 C1_4 E Ssl1  
C2C2-GATA GATA  
C2H2 zf-C2H2 PHD E JmjC E JmjN 
C3H zf-CCCH zf-C2H2 E PHD E SNF2_N 
CCAAT 
CBFB_NFYA OU NF-YC OU NF-YB 
OU CCAAT-Dr1 OU 
CBFD_NFYB_HMF 
 
FAR1 FAR1  
FHA FHA  
Fork_head Forkhead  
Fungal-trans Fungal_trans Zn_clus 
Fungal-trans2 Fungal_trans_2 Zn_clus 
GCR1-C GCR1_C  
Copper_fist Copper-fist  
Grainyhead CP2  
HB 
Homeobox OU KNOX1 OR KNOX2 
OU Homeobox_KN 
 
HSF HSF_DNA-bind  
KILA KilA-N  
LIM LIM  
MADS SRF-TF  
MYB Myb_DNA-binding:gt1 
Response_reg E ARID E 
SNF2_N 
MYB-related Myb_DNA-binding:eq1 
Response_reg E ARID E 
SNF2_N E G2-Like E Trihelix 
Not1 Not1  
PAS PAS  
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Família Domínio(s) obrigatório(s) Domínio(s) proibido(s) 
RF-X RFX_DNA_binding  
SAP SAP  
STE STE  
TBP TBP  
TEA TEA  
TFIIS TFIIS_M E TFIIS_C  
TIG TIG  
Top Topless  
Yl1 YL1  
Zn_clus Zn_clus  
zf-NF-X1 zf-NF-X1  
C1-4-t2 C1_4 Ssl1 
HTH-AraC HTH_AraC  
BTD-Lag1-t1 BTD E LAG1-DNAbind  
BTD-Lag1-t2 LAG1-DNAbind  
MATalpha-HMGbox MATalpha_HMGbox  
T-box T-box  




Tabela 4. Famílias de OTRs e as regras adotadas para classificá-los (2016). A primeira coluna 
representa as famílias dos OTRs, a segunda apresenta o(s) domínio(s) que as proteínas devem 
possuir para serem incluídas nessa família, e na terceira, o(s) domínio(s) que as proteínas não 
devem possuir para serem incluídas na respectiva família da coluna 1. 
Família Domínio(s) obrigatórios(s) Domínio(s) proibido(s) 
ARID ARID   
HMG HMG_box ARID E YABBY 
SNF2 SNF2_N PHD E AP2 
SWI/SNF-SWI3 SWIRM Myb_DNA-binding 
PHD PHD 
Alfin-Like E DDT E Homeobox E JmjC E 
JmjN E Myb_DNA-binding E zf-CCCH 
DDT DDT Homeobox E Alfin-Like 
SET SET PHD E zf-C2H2 E CXC 
Jumonji JmjC OU JmjN ARID E zf-C2H2 E Alfin-Like 
AUX/IAA AUX_IAA Auxin_resp E B3 
CENP-B CENP-B_N   
Coactivator_p15 PC4   
GNAT Acetyltransf_1 PHD 
GntR GntR   
HTH 
HTH_3 OU HTH_5 OU HTH_10 OU 
HTH_6 OU HTH_11 OU HTH_13 
  
MED26 Med26   
LUG LUFS   
MED6 Med6   
MED7 Med7   
MBF1 MBF1   
NDT80 NDT80_PhoG   
NOT2_3_5 NOT2_3_5   
PcG-EZ SANTA E SET   
Pseudo_ARR-B Response_reg E CCT   
RB RB_B   
Rcd1-like Rcd1   
SART-1 SART-1   
SGT1 SGT1   
Sin3 PAH E SIR2 WRKY 
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Família Domínio(s) obrigatórios(s) Domínio(s) proibido(s) 
SOH1 Med31   
SWI/SNF-BAF60b SWIB   
TRAF BTB zf-TAZ E BACK E MATH E NPH3 
SAND SAND VARL 




Figura 4. Representação das regras estabelecidas na busca por FTs de 2016. Apenas as famílias de FTs identificados em nossos dados (em verde) estão 




Figura 5. Regras estabelecidas na busca de 2016 para as famílias de OTRs identificadas em 
nossos dados. Figura adaptada de Riaño-Pachón et al., 2007. 
 
4.1.2 Desenho de oligonucleotídeos 
Os oligos para análise da expressão gênica por PCR em tempo real (RT-
qPCR) foram desenhados pelo programa QuantPrime (ARVIDSSON et al., 2008) 
disponível online (http://www.quantprime.de). Este programa é uma ferramenta 
específica para PCR em tempo real, user-friendly, totalmente automatizado, 
especialmente útil para desenho de oligos em larga escala. Esse programa já possui 
alguns genomas anotados em seu banco de dados, como é o caso do T. reesei; entretanto 
o que está disponível é o da cepa parental QM6a. Devido a isso, foi realizada uma busca 
pelos Ids (números de identificação) correspondentes dos FTs e OTRs identificados na 
cepa RUT-C30 no genoma da cepa parental QM6a. Para isso, as sequências protéicas 
dos Ids de RUT-C30 (identificados no item 4.1.1) foram utilizadas para um duplo blastp 
(proteína x proteína) contra o genoma da cepa QM6a, obtendo-se assim os Ids dos 
respectivos fatores nesta cepa, que serviram como input no QuantPrime.  
Para facilitar a organização, os oligos foram sintetizados em placa de 96 
poços, uma contendo os respectivos oligos forwards e outra os reverses. Os estoques 
dos mesmos foram diluídos em água estéril na concentração de 100 pmol/μL e os oligos 
para uso, em 5 pmol/μL. Alguns oligos que não funcionaram adequadamente foram 
redesenhados pelo programa Primer Express v3.0.1 (Applied Biosystems, Life 
Technologies) a partir da sequência CDS (coding DNA sequence) obtida de cada gene 
no banco de dados Trichoderma reesei RUT C30 v1.0 (http://genome.jgi-
psf.org/TrireRUTC30_1). Os parâmetros como conteúdo GC, tamanho do oligo, 
temperatura de melting, entre outros foram analisados no programa on-line IDT Oligo 
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Analyzer (http://www.idtdna.com/calc/analyzer). Foram considerados adequados os 
oligos com conteúdo GC entre 40 e 60%, com nenhuma ou pouca formação de dímeros 
e que amplificasse um fragmento de 60 a 150 pb.  
  
4.2 Validação da plataforma de expressão 
4.2.1 Amplificação dos genes alvo 
4.2.1.a) Linhagem de fungo  
A linhagem de fungo utilizada foi a T. reesei RUT-C30 (ATCC 56765). O 
estoque dessa linhagem foi feito em tubos com sílica e solução de leite em pó 7 g/L, de 
acordo com a metodologia descrita pelo Fungal Genetics Stock Center 
(http://www.fgsc.net/methods/fgscpres.html). 
4.2.1.b) Pré-inóculo e cultivo para síntese e preparo do pool de cDNA  
A linhagem de T. reesei RUT-C30 foi inoculada em placa de petri com meio 
completo PDA (potato dextrose agar) de 3 a 5 dias, a 29°C. Após esse período os 
esporos foram recolhidos das placas adicionando-se água destilada estéril e contados na 
câmara de Neubauer. O pré-inóculo foi feito inoculando-se 106 esporos por mL de meio 
mínimo (composição abaixo) suplementado com 1% de glicose, em um volume de 30 
mL. Os esporos foram cultivados por 48 horas, na presença de luz, a 200 rpm. Os 
micélios e sobrenadantes foram separados por filtração utilizando-se filtros Whatman de 
11 μm (GE Healthcare Life Sciences), e os micélios foram transferidos para três 
condições de crescimentos diferentes: 
1) Meio mínimo (MM) (pH 5,5): 0,05% de extrato de levedura, 0.75 g/L 
peptona, 50 mL/L de solução de sais (6 g/L NaNO₃, 1,5 g/L KH₂PO₄, 0,5 g/L KCl e 0,5 
g/L MgSO₄) e 200 μL/L de solução de oligoelementos (10 g/L ácido etilenodiamino 
tetra-acético (EDTA), 4,4 g/L ZnSO₄·H₂O, 1,0 g/L MnCl₂·4H₂O, 0,32 g/L CoCl₂·6H₂O, 
0,315 g/L CuSO₄·5H₂O, 0,22 g/L (NH₄)6Mo₇O₂₄·4H₂O, 1,47 g/L CaCl₂·2H₂O e 1 g/L 
FeSO₄·H2O) contendo como fonte de carbono 2% glicose, por 24 horas; 
2) MM sem fonte de carbono e com quantidade reduzida de nitrogênio (sem 




3) MM contendo como fonte de carbono 2% de glicose, mas com incubação 
na ausência total de luz, por 48 horas, já que esta condição representa uma condição de 
estresse para T. reesei (TISCH; SCHUSTER; SCHMOLL, 2014). 
Após incubação, os micélios foram filtrados, lavados com água estéril, 
macerados em nitrogênio líquido e armazenados a -80°C. Os instrumentos utilizados 
nesta etapa (cadinho, pistilo e espátula) foram previamente tratados com o reagente 
RNaseZap (Applied Biosystems, Life Technologies) e aquecidos a 180°C por, no 
mínimo, 4 horas para eliminar contaminação com RNase. A extração do RNA total dos 
micélios foi realizada com o kit RNeasy Plant Mini (Qiagen), partindo de 100 mg de 
cada amostra macerada, seguindo a recomendação do fabricante. Para a remoção de 
algum possível DNA contaminante, as amostras de RNA total (10 μg) foram tratadas 
com DNase, utilizando o kit TURBO DNA-free (Applied Biosystems, Life 
Technologies).  
Após o tratamento, as amostras de RNA foram testadas para verificar a 
presença de DNA através de uma reação de PCR. A reação de PCR foi composta de: 
130 ng de RNA tratado com DNase; 2,0 μL de Taq Buffer 10x, 1,6 μL de MgCl₂ (25 
mM), 0,8 μL de dNTP (10 mM), 0,4 μL de oligos forward e reverse (10 pmol/μL); 0,1 
μL de Taq DNA Polymerase (5 U/μL) (Fermentas, Thermo Scientific) e 13,7 μL de 
água livre de nucleases para completar o volume final para 20 μL. A ciclagem utilizada 
foi: 94°C por 3 minutos (desnaturação do DNA); 35 ciclos de 94°C por 30 segundos, 
56°C por 30 segundos (anelamento dos oligos), 72°C por 1 minuto (extensão); e uma 
extensão final de 72°C por 10 minutos. Os oligos utilizados anelam-se na região ITS 
(ribosomal internal transcribed spacer) do DNA: ITS3 (5’-
GCATCGATGAAGAACGCAGC-3’) e ITS4 (5’- TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’), 
são específicos para fungos e vêm sendo aceitos como um marcador padrão para a 
identificação destes microrganismos (SCHOCH et al., 2012). 
Uma vez confirmado que o tratamento com DNase foi eficiente (ausência de 
amplificado), 300 ng do RNA foram convertidos em cDNA com o kit SuperScript™ II 
Reverse Transcriptase (Invitrogen, Life Tecnologies), seguindo as recomendações do 
fabricante. Para confirmação da síntese, o cDNA foi testado em uma nova reação de 
PCR com os oligos ITS (idem acima) e a eficiência da síntese de cDNA foi avaliada 
pela presença do produto esperado. Para a amplificação dos genes de interesse, foi feito 
um pool destes cDNAs: 40 µL de cada condição (1, 2 e 3) e 480 µL de água, totalizando 
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um volume final de 600 µL. 
4.2.1.c) Amplificação/purificação dos produtos de PCR e sequenciamento 
Para a construção das curvas padrões utilizadas nos RT-qPCRs foi 
necessário testar e amplificar os genes com o par de oligos correspondente, a partir do 
pool de cDNA descritos no item acima. A reação de PCR foi composta de: 1,0 μL do 
pool de cDNA; 5,0 μL de Taq Buffer 10x, 4,0 μL de MgCl₂ (25 mM), 2,0 μL de dNTP 
(10 mM), 4,0 μL de oligos forward e reverse (5 pmol/μL); 0,25 μL de Taq DNA 
Polymerase (5 U/μL) (Fermentas, Thermo Scientific) e 33,75 μL de água livre de 
nucleases para completar o volume final para 50 μL. Os genes alvos foram amplificados 
em termociclador com a seguinte ciclagem: 94°C por 2 minutos; 40 ciclos de 94°C por 
30 segundos, 56°C por 30 segundos, 72°C por 30 segundos; e uma extensão final de 
72°C por 10 minutos. Foi feito a eletroforese em gel de agarose 2% dos produtos da 
PCR e as respectivas bandas dos amplificados foram extraídas para purificação, 
utilizando o kit llustra™ GFX™ PCR DNA and Gel Band Purification (GE Healthcare 
Life Sciences). Os produtos de PCR purificados foram sequenciados para confirmar se 
eram os produtos de interesse, na plataforma 3500xL Genetic Analyzer (Applied 
Biosystems, Life Technologies) utilizando o BigDye® Terminator v3.1 Cycle 
Sequencing (Applied Biosystems, Life Technologies), seguindo as instruções do 
fabricante. Alguns produtos de PCR que não foram sequenciados devido a seu tamanho 
pequeno (alguns possuíam 60 pb) foram clonados em pGEM®-T Easy Vector System I, 
seguindo as recomendações do fabricante, e sequenciados com o oligo M13 forward (5’ 
CGACGTTGTAAAACGACGGCCAGT 3’).  
 
4.2.2 Análise da expressão dos genes alvos por RT-qPCR  
4.2.2.a) Construção da curva padrão 
A curva padrão de cada gene foi construída a partir de diluições seriadas na 
base 10 (10-1 até 10-8) do respectivo produto de PCR purificado. Todos os experimentos 
de RT-qPCR foram realizados no equipamento ViiA 7 Real Time PCR (Applied 
Biosystems, Life Technologies). As reações de amplificação foram feitas em placas de 
384 poços, em um volume final de 10 µL, utilizando o kit SYBR® Green PCR Master 
Mix (Applied Biosystems, Life Technologies), com 5 pmol de oligos forward e reverse 
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e um volume diluído de cDNA preparado anteriormente. O protocolo de amplificação 
consistiu de um passo inicial de ativação (10 minutos a 95°C), seguido de 40 ciclos de 
desnaturação (15 segundos a 95°C) e anelamento/extensão (1 minuto a 60°C). Os 
ensaios foram feitos em duplicata e controles negativos sem DNA foram submetidos ao 
mesmo procedimento para excluir a possibilidade de contaminação. A determinação da 
eficiência da amplificação foi realizada com as cinco melhores diluições do produto de 
PCR e analisada pelo programa ViiA™ 7 (Applied Biosystems, Life Technologies), 
sendo aceitas curvas padrões com R² ≥ 0,99 e eficiência de amplificação dos oligos ≥ 
80%. A especificidade dos produtos foi analisada pela curva de dissociação gerada pelo 
mesmo programa.  
4.2.2.b) Crescimento de T. reesei em bagaço de cana-de-açúcar e frutose 
Para a análise da expressão gênica de cada um dos genes de T. reesei RUT-
C30 crescido em biomassa, primeiramente, a linhagem foi inoculada em placa de petri 
com meio completo PDA por 5 dias, a 29°C, na presença de luz. Após esse período os 
esporos foram recolhidos adicionando-se 1 mL de água destilada estéril e contados na 
câmara de Neubauer. Foram inoculados 106 esporos em 30 mL de MM (pH 5.5, vide 
item 4.2.1.b) contendo 1% frutose por 48 horas, a 29°C, e 250 rpm. Os micélios já 
crescidos foram então filtrados e transferidos para MM sem extrato de levedura 
acrescido de 0,5% de bagaço explodido a vapor ou 1% de frutose e incubados a 200 
rpm, 29°C, na presença de luz, em triplicata. Foram coletados seis pontos amostrais pós-
inóculo: 2, 4, 6, 12, 24 e 48 horas.  
O bagaço utilizado foi proveniente de um pré-tratamento, onde o in natura 
foi explodido a vapor por um tratamento com 14 kg/cm² de vapor de água durante 8 
minutos, lavado exaustivamente com água destilada (para retirar açúcares solúveis e 
prontamente assimiláveis) e seco a 40°C por vários dias. A proporção de celulose, 
hemicelulose e lignina para o bagaço explodido a vapor é de 47%, 9% e 34%, 
respectivamente (WANDERLEY et al., 2013). Depois de seco, o bagaço explodido foi 
peneirado em uma peneira industrial com poros de 600 μm. Este pré-tratamento foi 
escolhido apresentar um melhor custo-benefício, e mais simples de ser executado 
industrialmente. Além disso, dos pré-tratamentos considerados para uso industrial (em 
um processo economicamente viável), ele é um dos que rende uma biomassa com maior 
porcentagem de hemicelulose complexada à lignocelulose que será hidrolisada. A 
frutose foi escolhida como controle por não induzir nem reprimir significativamente os 
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genes das enzimas envolvidas na desconstrução de biomassa vegetal (AMORE; 
GIACOBBE; FARACO, 2013) a fim de comparar com uma condição onde há indução 
(bagaço). Após as coletas dos pontos amostrais, os RNAs foram extraídos e as sínteses 
de cDNAs foram feitas como descrito no item 4.2.1.b. 
4.2.2.c) Análise da expressão dos genes de interesse por RT-qPCR 
Utilizando-se as curvas padrões (item 4.2.2.a) foi analisada a expressão dos 
FTs, OTRs e órfãs em nossas condições experimentais (item 4.2.2.b). As reações de 
amplificação foram feitas em placas de 384 poços, em um volume final de 10 μL, 
utilizando o kit SYBR® Green PCR Master Mix (Applied Biosystems, Life 
Technologies), com 5 pmol de oligos forward e reverse e um volume diluído de cDNA 
(1:20). A quantificação da expressão gênica foi feita relacionando a quantidade de 
produto inicial de cada gene com o valor de Ct (cycle threshold), baseando-se na curva 
padrão (4.2.2.a). A normalização foi realizada dividindo-se a média da quantidade de 
transcrito de cada gene (obtidas nas réplicas) pela quantidades dos transcritos do gene 
normalizador sar1 (forward: 5’-TGGATCGTCAACTGGTTCTACGA-3’ e reverse: 5’- 
GCATGTGTAGCAACGTGGTCTTT-3’) (STEIGER et al., 2010). As réplicas 
biológicas foram comparadas pelo teste estatístico t-student não-pareado, considerando 
valores de p<0,05 como uma diferença estatisticamente significativa (mais de 95% de 
confiança). 
 
4.3 Montagem do cassete de deleção e transformação de T. reesei 
4.3.1 Amplificação do cassete de deleção 
Para a construção dos cassetes de deleção em T. reesei foram selecionados 5 
genes, com os seguintes Ids e respectivas famílias: 11317 (SWI/SNF-BAF60b), 129710 
(Zn_clus), 76250 (Zn_clus), 79514 (C2H2) e 56646 (Zn_clus). O gene 98788, 
correspondente ao fator de transcrição xyr1, também foi selecionado para ser utilizado 
como controle da transformação. Foi utilizado como marcador de seleção, o gene da 
orotidina-5’-fosfato descarboxilase (pyr4, 139783). Os cassetes de deleção foram 
construídos por recombinação homóloga in vivo na levedura S. cerevisiae. Foram 
desenhados oligos (Tabela 5) para amplificar regiões flanqueadoras de 
aproximadamente 1.000 pb das extremidades 5’ e 3’ de cada gene a ser deletado. Os 
48 
 
oligos externos 5’-UTR forward (FW) e 3’-UTR reverse (RV) possuem em torno de 20 
pb de homologia com o gene desejado (em azul na tabela) e 20 pb com plasmídeo 
pRS426 (em preto), e os oligos internos 5’-UTR reverse e 3’-UTR forward possuem em 
torno de 20 pb de homologia com o gene desejado e outros 20 pb com homologia as 
extremidades do pyr4 (em vermelho na tabela) (Figura 6). 
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Tabela 5. Tabela com a relação dos oligos desenhados para amplificação dos fragmentos 5’ e 
3’UTR dos genes alvos, e pyr4. 
Gene 
(Id JGI) 







5'-FW GGTTTTCCCAGTCACGACGGTTCGCCAGCATCCTGCCTC  
5'-RV GAAACGGACGGCAACAATCAACCGGGTGTGATGATGTGGCGGATCT 
3'-FW GGTGCTCTGTTGGAGACGGGACGATTTCGACGTACGACGACACG  
3'-RV GCGGATAACAATTTCACACAGGAAACAGCTTCCCAAACAAGAAGACGAT  
76250 
5'-FW GGTTTTCCCAGTCACGACGAGAGGAGAGGGACTTCGCTGC  
5'-RV GAAACGGACGGCAACAATCAACCGCGAGGACGACTGGGGGGATC 
3'-FW GGTGCTCTGTTGGAGACGGGACGAGCTTCTTGCTTTTTTCTCAC  
3'-RV GCGGATAACAATTTCACACAGGAAACAGCAAACACTTGATCGCCTGCCG  
79514 
5'-FW GGTTTTCCCAGTCACGACGCCGTCTCCCAACATCAGGAA  
5'-RV GAAACGGACGGCAACAATCAACCGTACTCTGGCTCGGCGTGCTGC  
3'-FW GGTGCTCTGTTGGAGACGGGACGCATCGCCTATCCCTGCCAA  
3'-RV GCGGATAACAATTTCACACAGGAAACAGCCCTATATTATACATTGCCAAG  
56646 
5'-FW GGTTTTCCCAGTCACGACGAGCTCTCAATCTTCTCAACA  
5'-RV GAAACGGACGGCAACAATCAACCGTGCTTCCTTGGCGGGCTTGT  
3'-FW GGTGCTCTGTTGGAGACGGGACGAATCTCGAGTGTCGGCAGTG  
3'-RV GCGGATAACAATTTCACACAGGAAACAGCAACTCGGGAAGCTGAAGCTATC  
98788 
5'-FW GGTTTTCCCAGTCACGACGACGCACCAATTGTGAGCGC  
5'-RV GAAACGGACGGCAACAATCAACCGTGTGTGCGATGTGAAGCTGT 
3'-FW GGTGCTCTGTTGGAGACGGGACGGGAGGCCACTCAATCGTATGACG  
3'-RV GCGGATAACAATTTCACACAGGAAACAGCAGCCATATATCAACAATCTCACG  
pyr4 
FW  CGGTTGATTGTTGCCGTCCGTTTC  






Figura 6. Esquema da construção dos cassetes. Em verde está representada a ORF do gene a ser 
deletado, em rosa as regiões 5’ e 3’ do gene em questão, em azul o pyr4 e em laranja o vetor 
pRS426. Os oligos utilizados também estão representados, com suas respectivas regiões de 
homologia. 
 
O DNA genômico de T. reesei crescido por 3 dias em MM mais glicose 1% 
(200 rpm, 29°C) foi extraído com o kit DNeasy Plant Mini (Qiagen), seguindo as 
recomendações do fabricante, para ser utilizado como molde da reação de PCR. As duas 
regiões flanqueadoras de cada gene (~1 kb) e o pyr4 (~3,5 kb) foram amplificados com 
os respectivos oligos (Tabela 5). A reação de PCR foi composta por: 1,0 μL de DNA de 
T. reesei RUT-C30 (60 ng); 5,0 μL 10x EX Taq Buffer, 4,0 μL de dNTP (10 mM), 0,8 
μL de oligos forward e reverse (10 pmol/μL); 0,25 μL de Takara Taq (5 U/μL) 
(Clontech) e 38,95 μL de água livre de nucleases para completar o volume final para 50 
μL. A ciclagem utilizada para amplificação das regiões UTRs foi 98°C por 10 segundos; 
35 ciclos de 98°C por 10 segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por 1 minuto; e uma 
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extensão final de 72°C por 2 minutos. O pyr4 foi amplificado da mesma maneira, com a 
única diferença que o tempo de extensão ao invés de ser 1 minuto foi 4 minutos, dado 
seu tamanho. Após a amplificação dos fragmentos, foi feita a eletroforese em gel de 
agarose 1% e as respectivas bandas dos amplificados foram extraídas para purificação, 
utilizando o kit llustra™ GFX™ PCR DNA and Gel Band Purification (GE Healthcare 
Life Sciences), seguindo as instruções do fabricante.  
O vetor pRS426 (CHRISTIANSON et al., 1992) foi obtido da bactéria E. 
coli DH5α que o continha, utilizando o kit QIAprep Spin Miniprep (Qiagen), seguindo o 
protocolo do fabricante. A digestão de pRS426 foi feita com duas enzimas de restrição 
separadamente, a EcoRI (HC) (80 U/μL) (Promega) e a BamHI (10 U/μL) (Promega). A 
primeira digestão foi feita em quadruplicata com 1000 ng de pRS426; 5,0 µL de Buffer 
H; 1,0 µL de enzima e 40,2 µL de água, para completar um volume de 50 µL. A reação 
foi incubada no termociclador por 2 horas a 37°C e após, por 20 minutos a 65°C. Foi 
corrido um gel com as 4 digestões, as bandas foram cortadas e os DNAs purificados. 
Para a segunda digestão, as amostras obtidas na primeira digestão foram unificadas e 
concentradas no SpeedVac por 30 minutos. 750 ng desse produto foram então digeridos 
com a enzima BamHI (10 U/μL), em uma reação que continha 27,8 µL de DNA; 5,0 µL 
de Buffer E; 0,5 µL de BSA; 5,0 µL da enzima e 11,7 µl de água para completar um 
volume de 50 µL. Essa reação foi colocada no termociclador por 2 horas a 37°C e 
depois por 20 minutos a 65°C. O produto obtido foi corrido em um gel de eletroforese e 
a banda foi cortada e o DNA purificado. Os dois fragmentos das regiões UTRs de cada 
gene alvo (5’e 3’), juntamente com o gene pyr4 e o vetor pRS426 digerido foram 
utilizados para transformação e recombinação na levedura Sc9721 (Figura 6) pelo 
método de acetato de lítio (4.3.2). 
 
4.3.2 Montagem do cassete de deleção em levedura 
Para montagem do cassete de deleção in vivo (Figura 6), a levedura Sc9721 
foi inoculada em 5 mL de meio líquido YPD (extrato de levedura 10g/L; peptona 20g/L 
e glicose 20g/L) e incubada por 16 horas, 200 rpm, a 30ºC. Foi medida a OD (densidade 
ótica) do crescimento e calculado o volume necessário para que o novo inóculo 
começasse com uma OD=0,1. O inóculo foi feito em 200 mL de meio YPD e incubado 
a 30ºC, 200 rpm, até atingir uma OD=0,4; esse cultivo foi então centrifugado a 5.000 g, 
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por 5 minutos. O sobrenadante foi descartado e as células foram ressuspendidas em 20 
mL de água estéril. Após uma nova centrifugação, as células foram ressuspendidas em 1 
mL de 1x TE/LiAc (100 μL TE 10X; 100 μL de LiAc 10X; e 800 μL de água).  
Em um tubo de 1,5 mL foram colocados 100 μL das células competentes 
preparadas acima, 100 μg de DNA de salmão (2,0 mg/mL, Promega) previamente 
desnaturado a 99ºC por 10 minutos, 200 ng do pyr4, 100 ng do plasmídeo pRS426 
digerido e 200 ng dos fragmentos 5’ e 3’ UTR dos genes selecionados. Nessa solução 
foram adicionados 600 μL de PEG/1X LiAc (800 μL de PEG 50%; 100 μL 10XLiAc; 
100 μL de água estéril). Após a homogeneização, as células foram incubadas a 30ºC, 
por 30 minutos, sob agitação de 200 rpm. Em seguida, 70 μL de DMSO foram 
adicionados, as células foram homogeneizadas por inversão e aquecidas a 42ºC em 
banho-maria, por 15 minutos. O tubo foi transferido para o gelo e incubado por 2 
minutos. Foram adicionados 700 μL de água, a amostra foi misturada por inversão e 
centrifugada por 30 segundos a 1300 rpm. Posteriormente foi feita novamente a 
lavagem das células em água estéril e o tubo foi centrifugado; o sobrenadante foi 
descartado e as células ressuspendidas em 1 mL de água. As células foram plaqueadas 
de duas maneiras: (i) 100 µL dessa solução em meio seletivo sólido (YNB 0,7%; ágar 
2,0%, suplementado com leucina (0,1g/L), lisina (0,1g/L), triptofano (0,1g/L) e histidina 
(0,05g/L), sem uracila pois o plasmídeo pRS426 possui marcação para essa base 
nitrogenada; (ii) o restante do volume foi centrifugado novamente, o sobrenadante foi 
descartado, as células ressuspendidas com a água restante no tubo e plaqueadas no 
mesmo meio seletivo sólido. Como controle positivo foi utilizado o plasmídeo pRH274 
(HECTOR et al., 2011), que possui marcação para uracila; e foi feito um controle 
negativo (reação contendo apenas as células competentes e o DNA de salmão). As 
placas foram incubadas por 3 dias, a 30ºC.  
 As colônias de levedura resultantes foram selecionadas e crescidas em 2 
mL de meio YNB líquido (mesma composição acima, sem ágar) para extração do DNA 
total. A extração foi realizada pelo método fenol/clorofórmio, onde o pré-inóculo foi 
centrifugado por 5 minutos a 4000 rpm e o sobrenadante descartado. O precipitado 
celular foi ressuspendido em 1 mL de tampão de extração (0,5 % SDS (sodium dodecyl 
sulfate), 25 mM EDTA, 200 mM TrisHCl, 250 mM NaCl) e todo conteúdo foi 
transferido para um novo tubo de 2 mL com beads de vidro até a marca de 500 μL. 
Nesta etapa as células sofreram lise mecânica pelas beads sob agitação em vortex por 10 
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minutos, e então o material foi transferido para outro tubo de 2 mL. Para separar o DNA 
do restante dos resíduos celulares, foi adicionado fenol:clorofórmio na proporção 1:1 e 
todo conteúdo foi centrifugado por 20 minutos a 14000 rpm gerando uma amostra 
trifásica. A fase superior, contendo o DNA, foi transferida para um tubo de 1,5 mL em 
que foram adicionados 600 μL de isopropanol 100% e centrifugado a 14000 rpm por 5 
minutos para precipitação do DNA. Depois, o sobrenadante foi descartado e 150 μL de 
etanol 70% foram adicionados, a amostra foi centrifugada a 14000 rpm por 5 minutos e 
o sobrenadante descartado. Finalmente, após a secagem do pellet de DNA, ele foi 
ressuspendido em 50 μL de água autoclavada. Para retirada de qualquer vestígio de 
RNA, a amostra foi submetida a um tratamento com RNAse A (1 μL) a 37oC por 1 
hora.  
Em seguida, para propagação do vetor contendo nosso cassete de interesse, 
foi feita a transformação do DNA (total + plasmideal) por eletroporação em E. coli 
DH5α e os transformantes foram plaqueados em meio LB sólido (10 g/L de NaCl, 10 
g/L de triptona, 5 g/L de extrato de levedura e 12 g/L de ágar) com ampicilina (100 
μg/mL). Foi feito o PCR de algumas colônias com os respectivos oligos 5’-FW e 3’-RV 
(Tabela 5) para verificar o tamanho da amplificação, uma vez que os cassetes montados 
corretamente deveriam ter aproximadamente 5,5 Kb. A ciclagem utilizada foi 98°C por 
10 segundos; 35 ciclos de 98°C por 10 segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por 3 
minutos; e uma extensão final de 72°C por 5 minutos. As colônias com os cassetes 
confirmados foram crescidas em meio LB líquido com ampicilina e foi feita a extração 
de plasmídeos com o kit QIAprep Spin Miniprep (Qiagen), seguindo o protocolo do 
fabricante. Esses plasmídeos foram então sequenciados para confirmação da montagem 
com os oligos apresentados na Tabela 6. 
Tabela 6. Tabela com os oligos desenhados para sequenciamento dos cassetes construídos. 






Após confirmação, os cassetes foram amplificados a partir dos plasmídeos 
com os oligos 5’-FW e 3’-RV (Tabela 5) utilizando a mesma ciclagem utilizada para o 
PCR de colônia do item 4.3.2. Nesta etapa também foi utilizada a enzima Takara (5 
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U/μL) (Clontech) que possui uma alta eficiência de amplificação e é de alta fidelidade. 
Foram feitas 10 reações de PCR por cassete, que foram purificadas separadamente. 
Após essa etapa, os volumes contendo os amplificados de cada cassete foram unificados 
e concentrados no SpeedVac para posterior transformação em T. reesei. 
 
4.3.3 Transformação de T. reesei  
Para a transformação de T. reesei QM6a Δtmus53Δpyr, 107 esporos de uma 
placa crescida em PDA foram inoculados em 50 mL de meio mínimo (MMi) (1g/L de 
MgSO₄·7H₂O, 10 g/L de KH₂PO₄, 6 g/L de (NH₄)₂SO₄, 3 g/L citrato de sódio 
(Na3C6H5O7)2H₂O, 1x solução de elementos traços (50 x : 250 mg/L FeSO₄·7H₂O, 85 
mg/mL de MnSO₄·H₂O, 70 mg/mL de ZnSO₄·7H₂O, 100 mg/mL de CaCl₂·2H₂O, pH 
2,0) e 10 g/L de glicose, pH 5,5); suplementado com uracila (0,1g/L) e uridina (0,1g/L). 
O inóculo foi feito em erlenmeyers de 250 mL e crescido a 29°C por 14 horas com 150 
rpm de agitação. As hifas foram digeridas com 400 mg de solução Lysing Enzyme 
(Sigma) dissolvidos em 30 mL de solução A (0,1 M de KH2PO₄ e 1,2 M de sorbitol), 
por 4 horas. Os protoplastos formados foram visualizados em microscópio óptico e 
depois separados das hifas não digeridas por um funil de vidro n°1 (porosidade: 100-
160 µm) (Unividros). Os protoplastos foram centrifugados, ressuspensos em solução B 
(50 mM CaCl₂, 10 mM Tris-HCl (pH 7.5), 1M sorbitol) e incubados com 10 µg (em um 
volume máximo de até 10 µL) de cada um dos cassetes e 50 µL de PEG 6.000, por 20 
minutos no gelo. Em seguida, 2 mL de PEG 6.000 foram adicionados à solução, que foi 
incubada por 5 minutos à temperatura ambiente. A solução foi então misturada a 4 mL 
da solução B e os protoplastos foram plaqueados em meio sólido seletivo (MS) (MM 
item 4.2.1b sem extrato de levedura, sem peptona, com 1% glicose, sorbitol 1M e ágar 
Noble 1,5%). Após 7-10 dias de crescimento a 29°C, as colônias crescidas foram 
excisadas do ágar e transferidas para o mesmo meio sólido sem adição de sorbitol. Este 
repique foi feito duas vezes seguidas e as colônias foram transferidas para meio PDA 
sólido (BD Company) para crescimento e esporulação. 
 
4.4 Clusterização 
Para análise de agrupamento foi utilizado o programa MeV (multiple 
experiment viewer). MeV é um aplicativo para data mining de dados genômicos em 
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larga escala, sendo uma ferramenta versátil, que contém algoritmos sofisticados para 
agrupamento, visualização, classificação e análise estatística de dados biológicos, entre 
outras funções (SAEED et al., 2003). Nesse trabalho foi comparada a similaridade dos 
genes analisados, por um agrupamento hierárquico utilizando o método da distância 
Euclidiana. Para isso, os valores de log2 fold-change (razão da expressão gênica em 
bagaço e em frutose em um determinado ponto amostral) foram utilizados. A partir de 
uma matriz de dado: 
 
  B2h/F2h B4h/F4h B6h/F6h B12h/F12h B24h/F24h B48h/F48h 
Gene A X1A X2A X3A X4A X5A X6A 




        
 




Onde i varia de 1 a 6, sendo o ponto amostral em questão (2, 4, 6, 12, 24 e 
48 horas) e X o valor da razão de expressão entre bagaço e frutose (log2 fold-change) 
nesse ponto amostral i para determinado gene (no caso, A ou B). Quando se usa um 
método aglomerativo, cada elemento começa representando um grupo, e a cada passo, 
um grupo ou elemento é ligado a outro de acordo com sua similaridade (distância), até o 
último passo, onde é formado um grupo único com todos os elementos. Nesse trabalho, 
foi utilizado o método de ligação conhecido como complete linkage ou método do 
vizinho mais distante, onde a distância representa a maior dissimilaridade entre os 
membros dos grupos que estão sendo conectados (KAUFMAN; ROUSSEEUW, 1990). 
Com esta metodologia, os genes que possuem expressão mais semelhante são agrupados 
juntos e a distância dos clados mostra o quão semelhante/diferente é a expressão dos 
genes entre si.  
 
. . . 
. . . 
. . . 
. . . 
. . . 
. . . 
. . . 
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
5.1 Busca e classificação das proteínas de interesse 
O aumento do número de genomas sequenciados juntamente com o 
desenvolvimento de métodos computacionais permite cada vez mais, não só prever 
conjuntos inteiros de FTs e OTRs, como analisá-los e compará-los (SHELEST, 2008). 
No início do projeto, foi realizada uma busca que identificou 517 proteínas no genoma 
de T. reesei que foram classificadas em FTs, OTRs e órfãs de acordo com seus 
domínios. Como já mencionado, os OTRs não são FTs propriamente ditos, mas sim 
proteínas que influenciam diretamente a regulação da transcrição através de interação 
proteína-proteína ou por remodelamento de cromatina (VETTING et al., 2005). Já a 
classe órfã engloba proteínas que contém um ou mais domínios de FT ou OTR, mas que 
a presença ou a combinação deles, não permitiu sua classificação em nenhuma família, 
segundo a metodologia utilizada.  
Após a categorização das proteínas de interesse, para verificar se o pipeline 
para identificação estava correto, foi analisado manualmente FTs já bem caracterizados. 
Para ilustrar, discutimos aqui 3 descritos como reguladores de enzimas (Xyr1, Ace1 e 
Ace2) e um FT putativo identificado em dados prévios de RNA-seq do nosso grupo de 
pesquisa (Id 26638). A verificação deste gene foi escolhida pois foi observado que ele 
estava na lista dos genes hiperexpressos em T. reesei crescido em bagaço (comparado 
com a condição não induzida de crescimento em frutose). Para o Ace1, nosso pipeline 
havia o classificado como pertencente à família C2H2 (domínio: zinc finger C2H2). 
Quando foi feita a busca e classificação manual verificou-se que ele realmente possui 
este domínio (C-x(2,4)-C-x(3)-[LIVMFYWC]-x(8)-H-x(3,5)-H) na posição 374 a 396. 
Já o Ace2, classificado como Zn_clus, também possui o domínio correspondente 
(Zn(2)-C6 fungal-type, [GASTPV]-C-x(2)-C-[RKHSTACW]-x(2)-[RKHQ]-x(2)-C-
x(5,12)-C-x(2)-C-x(6,8)-C) na posição 6 a 36. Xyr1, também classificado como 
Zn_clus, possui este domínio na posição 97 a 126. O fator de transcrição (Id 26638) 
identificado em nossas análises como Zn_clus também mostrou que possui este domínio 
(285-323), além do domínio característico de fator de transcrição de fungo, 
Fungal_trans (443-775) (Figura 7), o que leva a crer que realmente se trata de um fator 





Figura 7. Representação gerada pelo Interpro dos domínios encontrados na proteína Id 26638, 
mostrando os domínios Zn_clus (em laranja) e Fungal_trans (em roxo), como previsto pelo 
nosso pipeline. 
 
Dos 517 genes, 66% (343 genes) representam FTs, 28% (143 genes) OTRs 
e 6% (31 genes) órfãs (Tabela 7). Embora as proteínas da última categoria não sejam 
consideradas FT ou OTR, para alguns foram observados um perfil de expressão 




Tabela 7. Proteínas de interesse (517) encontradas no genoma de T. reesei RUT-C30 na busca 
de 2013. A primeira coluna mostra a classificação da proteína em FTs, OTR ou órfãs, a segunda 
mostra o Id de cada proteína no JGI e a terceira, a família atribuída a cada proteína. Em laranja 
se encontram as 25 proteínas retiradas na busca de 2016 (vide explicação mais adiante). 
 
Classificação ID RUTC30 Família 
FT 
76250 (ManR) Zn_clus 
42772 (AmyR) Zn_clus 
101004 (RhaR) Zn_clus 
23706 (Cre1) C2H2 
32395 (Ace2) Zn_clus 
98788 (Xyr1) Zn_clus 
122363 (Ace1) C2H2 






















































































































































































































































































































































































































































































































































































Em 2016, devido a uma atualização nas regras mencionadas no item 4.1.1 e dos perfis 
HMM, foi feita uma nova busca de FTs no proteoma de T. reesei RUT-C30. 
Adicionalmente foram criadas regras para família de FTs e OTRs encontradas em 
fungos e que, portanto, não estavam no banco de dados do PlnTFDB, e foram 
verificadas algumas diferenças em relação à busca inicial. Foram identificadas 594 
proteínas, 332 FTs comuns a análise de 2013 (em preto na Tabela 7, Figura 8) e 82 
novos FTs putativos (Tabela 8). Também foram encontrados 145 OTRs, sendo que 129 
constavam na primeira análise (em preto na Tabela 7). Em relação as proteínas 
classificadas como órfãs, foram encontradas 35, sendo 31 presentes anteriormente. 
Algumas proteínas (25) encontradas em 2013 (em laranja na Tabela 7) não foram 
classificadas como FT, OTR ou órfãs nesta última análise (2016), e isso se deve 
principalmente a mudanças no valor de threshold de cada HMM utilizado. 
 
 
Figura 8. Famílias dos 332 fatores de transcrição comuns às ambas as buscas (2013 e 2016). 
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Tabela 8. Lista das novas proteínas encontradas na busca de 2016 e seus respectivos domínios 
(82 FTs, 16 OTRs e 4 órfãs).  
 
Classificação Id RUT-C30 Domínio 
FT 

















































































































A Figura 8 mostra que 59,34% dos FTs comuns às ambas as buscas são da 
família Zn_clus (PF00172) e, como já mencionado, a maioria dos FTs já caracterizados 
relacionados à desconstrução da biomassa, pertencem a essa família, como por exemplo, 
Ace2, ManR, AmyR, RhaR, Xyr1 (STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 2008) e BglR 
(NITTA et al., 2012). Essa é uma das maiores famílias de fatores de transcrição de 
eucariotos, apresentando diversas estruturas secundárias e uma enorme variedade de 
função (MACPHERSON; LAROCHELLE; TURCOTTE, 2006).  
A segunda família que possui um percentual representativo é a C2H2 
(8,13%), onde também se encontram fatores de transcrição citados anteriormente (Ace1 
e Cre1) e o Crz1, que não está relacionado a degradação de biomassa e sim ao 
mecanismo de sinalização de Ca2+ (CHEN et al., 2016). Ace1 é um fator de transcrição 
que se liga ao motivo 5’-AGGCA-3’ na região promotora de xyn1 (gene da xilanase) e 
outros genes, e sua deleção no genoma de T. reesei aumenta a expressão da maioria dos 
genes das celulases (cbh1, cbh2, egl1), sendo, portanto, considerado um repressor da 
expressão de celulases e xilanases, reprimindo também a transcrição de xyr1 (MACH-
AIGNER et al., 2008; RAUSCHER et al., 2006; STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 
2008). Cre1 é um fator de transcrição que se liga ao motivo 5’-SYGGRG-3’ e controla 
diretamente a expressão de xyn1 e cbh1 (entre outros), sendo um repressor global do 
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catabolismo de carbono (SHIDA; FURUKAWA; OGASAWARA, 2016). 
Curiosamente, estes dois repressores de enzimas celulolíticas são membros da família 
C2H2, o que nos leva a especular se outros membros da família, talvez devido à 
arquitetura de seus domínios, também seriam repressores destas enzimas. 
A terceira família mais predominante é a família bZIP correspondendo a 
3,92% dos fatores de transcrição de T. reesei. Em fungos filamentosos, os processos 
conhecidos que são regulados por proteínas bZIP incluem desenvolvimento assexual, 
biossíntese de aminoácidos, resposta ao desdobramento de proteínas (UPR), utilização 
de nutrientes, e várias respostas à estresses. Um dos fatores de transcrição dessa família 
é o HAC1, que está envolvido na regulação da cascata de UPR e ativa diversos genes 
relacionados ao dobramento, controle de qualidade e transporte de proteínas secretadas 
(SCHMOLL et al., 2016). As demais famílias representam 28,61% do total e, até agora, 
não se conhece nenhum FT relacionado à desconstrução da biomassa pertencente a 
essas famílias, o que demonstra a importância desse trabalho. 
Na Figura 9, é possível observar a classificação em família dos FTs 
putativos encontrados na nova busca (2016), e que não estavam na busca de 2013. Dos 
82 novos FTs putativos encontrados, somente duas famílias estavam na busca antiga: 
HB e MYB-related, o que representa 4,88% do total dos novos FTs. Com as novas 
regras, foi possível encontrar novas famílias como Top, TBP, C1-4-t1, zf-NF-X1 e SAP 
(Figura 9 e Tabela 8). SAP, por exemplo, é um domínio putativo de ligação ao DNA 
que já foi relacionado à organização cromossomal (ARAVIND; KOONIN, 2000). 
Também foi possível localizar famílias cujos domínios estão presentes em fungos e não 
em plantas, como Fungal_trans (PF04082), Fungal_trans_2 (PF11951) e GCR1-C 
(PF12550) (DE MENDOZA et al., 2013; SHELEST, 2008). Esses domínios foram 
adicionados à pesquisa de acordo com a literatura e o banco de dados do Pfam. Os 
domínios Fungal_trans e Fungal_trans_2 estão descritos como domínios de fator de 
transcrição; Fungal_trans, por exemplo está presente no Xyr1; entretanto, não há dados 
na literatura que confirmem o papel destes domínios. Já GCR1-C foi descrito como um 
domínio de fator de transcrição encontrado em S. cerevisae e está relacionado com a 
ativação das enzimas glicolíticas (BAKER, 1986). Por questão de tempo, não foram 
desenhados oligos para esses genes, pois o foco do trabalho foi terminar os estudos dos 





Figura 9. Família de novos FTs putativos encontrados em 2016. 
 
Em relação aos OTRs, em nossas análises foi verificado que a maioria 
pertence a família GNAT (N-acetiltransferases relacionados com Gcn5) (Tabela 7), uma 
superfamília de enzimas que são amplamente distribuídas na natureza e que fazem uso 
do grupo acetil de acil-CoA para acetilar o grupo amina dos aminoácidos. Essas 
enzimas foram descobertas em bactérias que se tornaram resistentes à ação dos 
antibióticos gentamicina e canamicina (VETTING et al., 2005). As proteínas da família 
GNAT estão associadas à acetilação de histonas e ao remodelamento da cromatina, 
evento que descondensa o DNA e o deixa mais acessível à maquinaria de transcrição, 
favorecendo, portanto, este processo (MARMORSTEIN, 2001). 
Por fim, cabe uma comparação dos dados aqui apresentados com os 
encontrados em uma revisão recente do gênero Trichoderma (SCHMOLL et al., 2016), 
onde são descritos 448 FTs putativos no genoma do T. reesei QM6a. Para comparar os 
resultados, foi feito a busca de FTs no genoma da cepa QM6a, utilizando o pipeline 
desenvolvido para RUT-C30, sendo preditos 397 FTs putativos. Uma das diferenças é 
que algumas proteínas classificadas como OTR em nosso trabalho, são classificados 
como FTs por Schmoll et al. (2016), como por exemplo a proteína de Id 24889 (Id 
66072 em RUT-C30), pertencente a família Jumonji (PF02373, domínio JmjC), cujas 
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proteínas são preditas como hidroxilases que catalisam modificação de histonas, 
auxiliando portanto, a transcrição (TSUKADA et al., 2006). Além disso, diferenças 
podem ser justificadas pelo método de busca, uma vez que o trabalho de Schmoll foi 
feito baseado no FTFD (http://ftfd.snu.ac.kr/tf.php), um banco de dados de FT japonês 
elaborado em 2008. Resumidamente, a classificação foi feita coletando proteínas com 
domínio de ligação ao DNA no Comparative Fungal Genome Plataform (CFGP), que 
foram então classificadas como candidatos a FTs baseadas em 83 termos do Interpro 
utilizados para descrever FTs de fungos na literatura. Esses candidatos foram então 
filtrados para evitar falsos positivos e após essa etapa, os FTs já caracterizados foram 
adicionados manualmente. Portanto, pode-se verificar que este banco utiliza parâmetros 
para busca diferentes do presente trabalho e, além disso, quando o trabalho de Schmoll 
foi publicado, sua última atualização havia sido em 2009. Isso mostra que nossos dados 
estão mais atuais do que a revisão em questão, e podem corresponder melhor à 
realidade, visto que a todo momento os bancos de dados são atualizados nessa área de 
pesquisa.   
 
5.2 Análise da especificidade e eficiência dos oligos e construção da curva padrão 
A parte experimental foi realizada com o auxílio da técnica em Química do 
grupo, Aline Tieppo. Foram desenhados oligos para os 517 genes de interesse 
encontrados no genoma de T. reesei RUT- C30 na busca de 2013: 349 FTs, 137 OTRs, 
31 órfãs (Anexo 3). Como descrito no item 4.2.1.c, os genes alvos foram amplificados 
por PCR a partir do pool de cDNA, e na Figura 10 é possível observar um gel 




Figura 10. Gel de agarose 2% com os produtos das amplificações de 42 genes (tamanho 
esperado entre 80-100bp). O marcador utilizado foi o GeneRuler 100 pb Plus DNA Ladder 
(Thermo Scientific). 
 
Esses produtos foram excisados do gel, purificados, quantificados e 
sequenciados (se necessário, previamente clonados em pGEM). Após confirmação da 
amplificação dos genes alvos, foi realizado a construção das curvas padrão com as 
diluições seriadas dos produtos purificados, para as análises de RT-qPCR. Foram feitas 
diluições de 10-1 até 10-8, mas para a análise final foram selecionadas as cinco melhores 
diluições, que também foram utilizadas para calcular a eficiência da amplificação de 
cada produto. Na Figura 11 pode-se observar a curva de amplificação desses cinco 
melhores pontos, exemplificado pelo amplificado do gene 68909 (diluição 10-4 a 10-8), 




Figura 11. Curva de amplificação das cinco melhores diluições obtidas para o gene 68909. Cada 
ponto foi realizado em duplicata. 
 
A Figura 12 mostra a curva padrão obtida a partir da diluição seriada dos 
produtos do gene 125274. A curva demonstra uma alta eficiência de reação (98,724%) e 
R2 de 0.999, ótimos resultados para este tipo de análise. 
 
Figura 12. Curva padrão referente ao gene 125274, construída a partir das cinco melhores 
diluições do produto de PCR (10-3 a 10-7). Abaixo do gráfico estão os valores da eficiência da 
amplificação (Eff%) e R2 da curva. Cada ponto foi realizado em duplicata. 
 
Na Figura 13 é possível observar a curva de melting do produto da reação da 
RT-qPCR do gene 91554, onde um pico único significa formação de apenas um 
produto, demonstrando a especificidade na amplificação. Oligos que não amplificaram 
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com eficiência ou especificidade foram redesenhados. 
 
 
Figura 13. Curva de melting da amplificação do gene 91554 mostrando a especificidade de 
amplificação pelo par de oligos.  
 
5.3. Análise da expressão gênica dos fatores de transcrição 
Como dito anteriormente, o foco do trabalho foi a análise da expressão dos 
332 FTs e 129 OTRs em comum às ambas as buscas (2013/2016), porém os resultados 
de 21 órfãs encontradas na busca de 2013 foram levados em consideração, visto que 
algumas demonstram um perfil de expressão bem interessante e condizente com o que 
procuramos nesse trabalho.  
Dos 482 genes analisados, foram encontrados problemas para 55 genes (39 
FTs e 16 OTRs, Anexo 4) pois, para alguns, os pares de oligos desenhados não 
amplificaram o produto desejado quando utilizado o pool de cDNA e o DNA genômico. 
Outros amplificaram com sucesso apenas no DNA, o que sugere uma ausência ou 
baixíssima expressão destes genes. Por fim, alguns pares de oligos, mesmo tendo sido 
redesenhados mais de 3 vezes, amplificaram com inespecificidade ou com formação de 
dímero no RT-qPCR (Anexo 4). A lista dos 427 oligos (forward e reverse) sintetizados 
e com os quais foram obtidos dados possíveis de serem analisados, se encontra no 
Anexo 3. Como não há a necessidade de discutirmos a expressão de todos os genes, 
serão apresentados os gráficos de apenas alguns. 
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Dos 427 genes que foram analisados com qualidade, 13 apresentaram uma 
expressão similar, sem diferença estatística, quando T. reesei foi crescido em bagaço e 
frutose como fonte de carbono. A Figura 14 mostra 4 FTs putativos que tiveram a 
mesma expressão em ambas condições, com pouca variação no decorrer do tempo. É 
interessante observar que o FT putativo 131629 apresenta uma alta expressão e isso é 
curioso, pois a maioria dos fatores de transcrição, por serem proteínas regulatórias, 
possuem níveis de expressão baixos (CALDANA et al., 2007; RAJEEVAN et al., 
2001).  
Figura 14. Gráficos da expressão normalizada dos genes 10314, 131629, 93233 e 5706 em 
função das condições e tempos de crescimento. Quando aplicado teste estatístico, não foi 
verificado diferença entre a expressão em bagaço e frutose, em nenhum dos pontos analisados. 
 
Muitos genes (110 dos 427) apresentaram valor de expressão semelhantes 
na maioria dos tempos e fonte de carbono, mas em um ou dois pontos amostrais 
apresentaram maior expressão em frutose (Figura 15) ou bagaço (Figura 16). Estes 




Figura 15. Gráficos da expressão normalizada dos genes 10024, 83972, 81380 e 107102 em 
função das condições e tempos de crescimento. Na maioria dos pontos amostrais a expressão foi 
similar em ambas as fontes de carbono, mas em um ou dois pontos a expressão foi maior em 
frutose. O asterisco (*) representa as condições onde a diferença foi estatisticamente relevante 
(teste-t, p-valor < 0,05). 
 
Figura 16. Gráfico da expressão normalizada dos genes 123975, 135338, 78541 e 79863 em 
função das condições e tempos de crescimento. Na maioria dos pontos amostrais a expressão foi 
similar em ambas as fontes de carbono, mas em um ou dois pontos a expressão foi maior em 
bagaço. O asterisco (*) representa as condições onde a diferença foi estatisticamente relevante 




A grande maioria dos genes (216 dos 427) teve um perfil bem mais 
heterogêneo, sendo alguns pontos mais expressos em bagaço e outros em frutose e, por 
este motivo, não foram considerados para validação. Outros 63 apresentaram uma maior 
expressão em três ou mais tempos durante o crescimento em bagaço (Figura 17, 103219 
e 129710) e 25 em frutose (Figura 17, 133808 e 73370), sendo os primeiros candidatos 
a validação, uma vez que pode-se sugerir que esses FTs possuem um papel importante 
no crescimento do fungo quando crescido nessa fonte recalcitrante. Esses FTs podem 
estar associados, por exemplo, à ativação de genes envolvidos com o metabolismo de 
carboidratos, como as celulases e hemicelulases responsáveis pela hidrólise da parede 
celular vegetal, liberando açúcares simples que podem ser assimilados e convertidos em 
energia pelos fungos.  
 
Figura 17. Gráfico da expressão normalizada dos genes 103219, 129710, 133808 e 73370 em 
função das condições e tempos de crescimento. Embora em alguns pontos amostrais a expressão 
seja similar em ambas as fontes de carbono, em 3 pontos ou mais a expressão foi maior em 
bagaço (103219 e 129710) ou frutose (133808 e 73370). O asterisco (*) representa as condições 
onde a diferença foi estatisticamente relevante (teste-t, p-valor < 0,05). 
 
Para validação funcional, foram escolhidos alguns genes que apresentaram 
maior expressão em bagaço em pelo menos 4 pontos amostrais, como mostra a Figura 
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18. Os genes escolhidos foram os de Id 11317, 79514, 129710 e xyr1 (98788), sendo 
que este último foi utilizado como controle para a deleção, visto que é um FT muito 
bem caracterizado e sabe-se que sua deleção não é letal ao fungo (MACH-AIGNER et 
al., 2008; RAUSCHER et al., 2006; STRICKER; MACH; DE GRAAFF, 2008).  
 
Figura 18. Gráfico da expressão normalizada dos genes 11317, 79514, 129710, e xyr1 
escolhidos para deleção e que apresentaram maior expressão em bagaço, na maioria dos tempos 
amostrais. O asterisco (*) representa as condições onde a diferença foi estatisticamente 
relevante (teste-t, p- valor < 0,05).  
 
O gene 11317, em nossas análises, foi classificado como OTR da família 
SWI/SNF-BAF60b e, além de possuir uma alta expressão, é em média 4 vezes mais 
expresso em todos os pontos crescido em bagaço em relação a frutose. O SWIB é um 
domínio conservado do complexo SWIB que está envolvido no remodelamento de 
cromatina (BENNETT-LOVSEY et al., 2002; MELONEK et al., 2012), o que pode ter 
influência na transcrição dos genes ali presentes.  
O gene 79514 foi classificado como FT da família C2H2 e apresenta maior 
expressão em bagaço em 4 dos 6 tempos amostrais (4, 6, 12 e 48 horas); além disso, 
esse gene apresenta uma alta expressão o que, como já mencionado, não é comum para 
fatores de transcrição. Como discutido anteriormente, os FTs relacionados com a 
degradação da biomassa já caracterizados na literatura que pertencem a essa família, são 
reguladores negativos (ou repressores), como é o caso de Ace1, Cre1 e Pac1 (HE et al., 
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2014; PORTNOY et al., 2011; SALOHEIMO et al., 2000). Assim, achamos interessante 
verificar o papel deste fator de transcrição.  
Em contrapartida, o FT 129710 foi classificado como sendo da família 
Zn_Clus, família dos FTs já conhecidos como reguladores positivos (ou ativadores), 
citando-se o Ace2, BglR e o próprio Xyr1 (ARO et al., 2001; MACH-AIGNER et al., 
2008; NITTA et al., 2012). Ele apresentou maior expressão em bagaço em 4 pontos 
amostrais (4, 6, 12 e 24 horas), atingindo um pico de expressão em 12 horas, sendo 10 
vezes mais expresso que frutose nesse ponto.  
Xyr1 apresentou maior expressão em bagaço em 4 dos 6 pontos amostrais 
(4, 6, 24 e 48 horas), atingindo maior expressão em 48 horas, onde é aproximadamente 
3,5 vezes mais expresso do que em frutose. Nos dados prévios de RNA-seq onde foram 
avaliados os tempos amostrais de crescimento em bagaço de 6, 12 e 24 horas, o xyr1 se 
mostrou hiperexpresso somente em 24 horas, onde foi 1,65 vezes mais expresso que na 
condição controle (frutose); nos nossos dados de RT-qPCR, xyr1 se mostrou 1,32 vezes 
mais expresso em bagaço que em frutose nesse ponto, corroborando os dados de RNA-
seq. Os outros genes selecionados (129710, 11317 e 79514) não foram identificados 
como hiperexpressos nos dados de RNA-seq, o que pode ser um indicativo da maior 
sensibilidade do RT-qPCR. 
Para validação funcional, além destes 4 genes, foram escolhidos mais 2 com 
base nas análises de RT-qPCR desse trabalho e dos dados prévios de RNA-seq (56466 e 
76250, Figura 19). Esses dois FTs também foram classificados como sendo da família 
Zn_Clus; o 56646 foi escolhido por apresentar no RT-qPCR um perfil de maior 
expressão em bagaço, embora com um alto desvio padrão entre as réplicas, sendo 
estatisticamente mais expresso somente nos pontos 6, 12 e 48 horas, onde não houve 
expressão em frutose. Nos dados de RNA-seq esse gene se mostrou hiperexpresso em 
bagaço em todos os pontos amostrais testados (6, 12 e 24 horas), chegando a ser até 




Figura 19. Gráfico da expressão normalizada dos genes 56646 e 76250 escolhidos para deleção 
baseados no qRT-PCR e em dados prévios de RNA-seq do nosso grupo, e que apresentaram 
maior expressão em bagaço, na maioria dos tempos amostrais. O asterisco (*) representa as 
condições onde a diferença foi estatisticamente relevante (teste-t, p- valor < 0,05).  
 
O gene 76250 foi escolhido por não apresentar expressão na maioria dos 
tempos de crescimento em frutose, apenas em bagaço. Nos pontos 24 e 48 horas ele 
aparece sendo mais expresso em frutose, porém vale ressaltar que este dado é referente 
a apenas uma das réplicas biológicas, sendo que nas demais não houve expressão, 
mesmo quando o ensaio de RT-qPCR foi repetido. Isso mostra que essa expressão em 
frutose pode ser algum tipo de variação biológica, o que nos fez escolher esse gene para 
deleção. Além disso, nos dados de RNA-seq ele também se mostrou hiperexpresso em 
bagaço em todos os pontos amostrais testados (6, 12 e 24 horas), chegando a ser 3,40 
vezes mais expresso que na condição controle, no ponto 24 horas. Curiosamente, 
segundo nossas análises, esse gene é ortólogo do clr-2 de Neurospora crassa, um FT 
que tem papel positivo na produção de celulases (CORADETTI et al., 2012), também 
encontrado em diversos fungos filamentosos. Em Aspergillus oryzae é um regulador de 
genes que codificam enzimas que degradam manano e celulose (OGAWA; 
KOBAYASHI; KOYAMA, 2012, 2013), em Aspergillus nidulans, sua deleção 
compromete a expressão dos genes de celulases (CORADETTI et al., 2012). Ele ainda 
não foi caracterizado em T. reesei, o que o colocou como um candidato para validação 
funcional.  
Em relação aos FTs que atuam como reguladores negativos na degradação 
da biomassa, apenas para ilustrar, apresentamos na Figura 20 a expressão de ace 1 e 
cre1, dois FTs, como já dito anteriormente, pertencentes à família C2H2. Com relação a 
ace1, pode-se observar uma maior expressão em bagaço em 3 pontos amostrais (4, 12 e 
48 horas), dado não mostrado antes na literatura. Já cre1, possui uma maior expressão 
em bagaço do que em frutose em todos os pontos analisados. Este comportamento 
também foi observado em outro trabalho onde verificou-se que cre1 foi expresso em 
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grandes quantidades tanto em glicose quanto em soforose, o que mostra que este gene 
perdeu sua auto-repressão (MELLO-DE-SOUSA et al., 2014). Cre1 em T. reesei RUT-
C30 deve ser considerado como um fator de transcrição com propriedades diferentes ao 
Cre1 da cepa parental, isso porque apesar de agir de forma direta sobre as regiões 
regulatórias upstream, ele contribui indiretamente para um estado de cromatina mais 
aberto, sendo um remodelador de cromatina. Uma deleção total de cre1 evita a 
repressão catabólica por carbono, porém, também compromete o crescimento do fungo. 
Em RUT-C30, o truncamento em cre1, não interfere significativamente em seu 
crescimento e sua característica de remodelar a cromatina faz com que as enzimas 
hidrolíticas sejam mais expressas (MELLO-DE-SOUSA et al., 2014). 
 
Figura 20. Gráfico da expressão normalizada dos FTs ace1 e cre1. Para ace1 a expressão foi 
maior em bagaço em 3 pontos amostrais, enquanto que para cre1, a expressão foi maior em 
bagaço em todos os pontos amostrais. O asterisco (*) representa as condições onde a diferença 
foi estatisticamente relevante (teste-t, p-valor < 0,05). 
 
Como mencionado, também foi analisada a expressão de alguns genes 
classificados como órfãs e um deles (26628) apresentou um perfil interessante, com 
maior expressão em bagaço em todos os pontos analisados (Figura 21). A proteína 
referente a este gene possui um domínio MATH, e não foi classificado em nenhuma 
família segundo nossas análises. Esse domínio possui uma região de homologia entre 
TRAFs (fatores de transcrição associados ao receptor do fator de necrose tumoral) e 
meprinas (SUNNERHAGEN; PURSGLOVE; FLADVAD, 2002). TRAF está associado 
à regulação de inflamação, respostas antivirais e apoptose, e possui uma estrutura que 
favorece a oligomerização (INOUE et al., 2000); já meprinas são proteinases que agem 
tanto na membrana como extracelularmente, e são altamente expressas nas células 
epiteliais dos intestinos, rins e pele de mamíferos (STERCHI; STÖCKER; BOND, 
2010). Já foi descrito que domínios MATH são encontrados em um grande número de 
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sequências de Arabidopsis thaliana, onde eles muitas vezes ficam ao lado do domínio 
BTB/POZ, um domínio estrutural que também promove oligomerização (WEBER; 
HELLMANN, 2009). Na literatura não existe descrição de proteínas que tenham esse 
domínio em fungos (ZAPATA; MARTÍNEZ-GARCIA; LEFEBVRE, 2007). Embora 
ele não tenha sido selecionado para validação neste trabalho, pode ser um futuro 









Figura 21. Gráfico da expressão normalizada do gene 26628 em função das condições e tempos 
de crescimento. A expressão foi maior em bagaço em todos os pontos amostrais analisados. O 
asterisco (*) representa as condições onde a diferença foi estatisticamente relevante (teste-t, p-
valor < 0,05). 
 
Curiosamente, das 482 proteínas relacionadas a transcrição encontradas no 
genoma de T. reesei RUT-C30, 15 não possuem ortólogos no genoma de QM6a. Nove 
dos respectivos genes foram analisados e tiveram uma expressão similar em ambas as 
fontes de carbono e tempo amostrais, com exceção do Id 73370, que foi mais expresso 
em frutose em alguns pontos amostrais (Figura 22). Esse gene foi classificado como da 
família Zn_clus como a maioria dos genes analisados. É necessário validar a 
funcionalidade destes reguladores, mas caso sejam de fato funcionais, talvez possam 




Figura 22. Gráfico da expressão normalizada do gene 73370 em função das condições e tempos 
de crescimento. A expressão foi maior em frutose em 5 dos 6 pontos amostrais analisados. O 
asterisco (*) representa as condições onde a diferença foi estatisticamente relevante (teste-t, p-
valor < 0,05). 
 
5.4. Montagem do cassete de deleção e transformação no fungo 
5.4.1 Amplificação do cassete de deleção 
 Após a escolha dos genes que seriam deletados para verificar suas 
possíveis relações com a degradação da biomassa, foram desenhados oligos para 
amplificação dos fragmentos 5’ UTR e 3’ UTR de cada gene (Tabela 5), como descrito 
no item 4.3.1 e o pyr4. Os fragmentos 5’ e 3’ referentes à cada gene possuem tamanho 




Figura 23. Gel de agarose 1% com o produto da amplificação dos fragmentos 5´UTR e 3´UTR 
dos genes escolhidos para deleção com tamanho de ~1 kb (poços 1 e 2: Id 11317; 3 e 4: Id 
129710, 5 e 6: Id 76250; 7 e 8: Id 79514; 9 e 10: Id 56646; e 11 e 12: Id 98788) e o produto de 
amplificação do gene pyr4 com ~3,5 kb, em quadruplicata (13 a 16). O marcador utilizado foi o 
GeneRuler 1 Kb Plus DNA Ladder (Thermo Scientific). 
 
Para a montagem do cassete de deleção, além dos fragmentos 5´e 3´ UTR de 
cada gene e do pyr4, foi necessário fazer a dupla digestão do plasmídeo pRS426 com as 
enzimas EcoRI (HC) e BamHI, como descrito no item 4.3.1. Após a primeira digestão, a 
amostra foi analisada através de gel de agarose para verificar se a mesma havia sido 
efetuada corretamente (Figuar 24A). É possível verificar que a digestão com EcoRI 
(HC) foi eficiente, embora possua um resquício de plasmídeo circular em algumas 
amostras (quando comparado com o vetor não digerido). Isso não interferiu nos nossos 
resultados pois todas as bandas foram cortadas na altura do vetor linearizado e 
purificadas antes da segunda digestão. Após a digestão com BamHI, a amostra foi 
novamente em gel de agarose (Figura 24B), a banda foi cortada e o DNA purificado, 




Figura 24. Gel de agarose 1% com o plasmídeo pRS426 digerido. A) após aprimeira digestão 
com EcoRI (HC) (poços de 1 a 4). O produto esperado tem um tamanho de 5,726 kb. No poço 5 
se encontra o plasmídeo sem ser digerido; B) segunda digestão com BamHI. O marcador 
utilizado foi o GeneRuler 1 Kb Plus DNA Ladder (Thermo Scientific). 
 
5.4.2 Montagem do cassete de deleção em levedura e confirmação por 
sequenciamento 
Após obtenção dos fragmentos purificados (5’ e 3’ UTR de cada gene 
escolhido, pyr4 e plasmídeo pRS426 digerido), foi feita a transformação na levedura S. 
cerevisae Sc9721, para montagem in vivo do vetor contendo o cassete de deleção. Estas 
construções devem ter um tamanho de aproximadamente 5,5 Kb, desconsiderando o 
tamanho do vetor. 
A transformação foi plaqueada em meio específico (sem adição de uracila e 
uridina) e foram selecionadas algumas colônias para extração de DNA e a posterior 
transformação em E. coli. Após a transformação em bactéria, algumas colônias foram 
avaliadas através de PCR de colônia, para verificar se o cassete desenhado havia sido 
montado corretamente no vetor. Para exemplificar, a Figura 25 mostra o gel de agarose 
com o produto da amplificação do PCR de algumas colônias correspondente ao cassete 
do gene 11317. Para confirmação, foram feitas duas PCRs: (i) com os oligos que 
anelam no pRS426 (Tabela 6), onde é esperado se obter um tamanho próximo do 
cassete montado, já que esse oligo se anela aproximadamente 250 pb antes e 250 pb 
depois da região de inserção do mesmo; (ii) e com os oligos 11317 5’ FW e 3’RV que 
anelam nas extremidades dos cassetes (Tabela 5). Os 4 primeiros poços exemplificam 
DNA de 2 colônias que possuíam o plasmídeo pRS426 fechado, ou seja, que não foram 
91 
 
recombinados com os insertos. As demais colônias possuíam o cassete de interesse, já 




Figura 25. Gel de agarose 1% mostrando os produtos da amplificação do PCR de colônias 
transformadas com a construção do cassete do gene 11317. Os PCRs feitos com oligos que 
anelam no pRS426 estão nos poços pares; os feitos com os oligos 11317 5’ FW e 3’RV, nos 
ímpares. O marcador utilizado foi o GeneRuler 1 Kb Plus DNA Ladder (Thermo Scientific). 
 
 
Foi feito o crescimento e extração de plasmídeo de duas colônias positivas, 
como descrito no item 4.3.2, e então as amostras foram sequenciadas com os oligos da 
Tabela 6, para confirmar se a montagem estava correta. Os cassetes construídos e 
confirmados por sequenciamento foram os referentes aos genes com Ids 11317, 129710, 
56646 e 98788 (xyr1). Para exemplificar, abaixo está ilustrado a construção esperada 
para o cassete do gene 11317 e as regiões sequenciadas (Figura 26). Em preto se 
encontra a sequência 5’ UTR e 3’ UTR do gene 11317, em vermelho o gene pyr4, e em 
azul os pares de bases do plasmídeo pRS426. As sequências onde os oligos internos ao 
pyr4 se anelam, utilizados no sequenciamento, se encontram em negrito. O 
sequenciamento confirmou as bases que estão representadas pelo realce no texto: em 
verde se encontra a parte do cassete sequenciada com o oligo pRS426_Fw_externo; em 
cinza claro, com o oligo pyr4_Rv_interno; em azul, a parte oligo pyr4_Fw_interno; e 
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em amarelo, a parte do cassete sequenciada com o oligo pRS426_Rv_externo. É 
importante notar que as regiões de intersecção entre as sequências 5’ e 3’ UTR, o pyr4 e 































































Figura 26. Representação do sequenciamento do cassete construído para o gene 11317. Em 
preto, sequência 5’ e 3’ UTR do mesmo; em vermelho, o pyr4; e em azul escuro alguns pares de 




 O cassete construído para o gene 79514 aparentemente havia sido 
montado corretamente (5’ UTR + pyr4 + 3’ UTR), mas quando foi feito o 
sequenciamento verificou-se que somente havia similaridade com pyr4, e que a 
sequência 5’ e 3’ não era a esperada, apresentando homologia com regiões UTR de 
outros 2 genes. As sequências dos oligos foram conferidas e estavam especificas para as 
sequências UTRs do gene alvo; além disso, é curioso que ambos os oligos tenham 
amplificado fragmentos de genes distintos. Uma possibilidade seria um erro de 
montagem deste gene, e outro par de oligo será desenhado para verificar isso. Em 
relação ao gene 76250, não foi possível montar o cassete de deleção após duas 
tentativas de transformação em levedura; nos dois casos poucas colônias cresceram e 
quando foi feito o PCR dessas colônias, não houve a amplificação do cassete. Uma nova 
tentativa será feita pelo grupo, visto que esse gene em nossas análises foi identificado 
como o ortólogo de clr-2 em N. crassa.  
 
5.4.3 Transformação de T. reesei  
Com os cassetes montados e confirmados por sequenciamento, foi dada 
início a transformação de T. reesei (item 4.3.3). Alguns fatores dificultaram o sucesso 
dessas transformações, como o atraso em se obter uma cepa auxotrófica, a necessidade 
de padronização do protocolo de transformação e a falta de experiência prévia do nosso 
grupo com transformação de fungo filamentoso. 
Para transformação de T. reesei RUT-C30, infelizmente, não foi possível 
conseguir uma cepa derivada desta, auxotrófica e com deleção/inativação do  mus53 ou 
ku70; que ocasiona o bloqueio da via da recombinação não homóloga, favorecendo a 
recombinação homóloga, ideal para ser utilizada nesse tipo de transformação 
(SPAGNOLO et al., 2006; STEIGER et al., 2011). Por esse motivo, utilizamos a cepa 
QM6a Δtmus53Δpyr (STEIGER et al., 2011). Acreditamos que esse fato não 
comprometa os resultados obtidos já que os genes selecionados estão presentes em 
ambas as cepas, com alta identidade e score (incluindo as regiões UTRs), e as funções 
deles provavelmente foram mantidas (PETERSON; NEVALAINEN, 2012). Esta cepa 
foi gentilmente cedida pela Dr. Astrid Mach-Aigner da universidade TU Wien 
(Áustria). 
Primeiramente, 5x108 esporos foram incubados por 14 horas em meio MMi 
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e o crescimento foi visualizado no microscópio (Figura 27). O ideal é que os túbulos 
germinativos obtivessem um bom tamanho, mas evitando o crescimento e formação de 
hifas/micélios, que não são ideais para protoplastização. Após a digestão com a enzima, 
a protoplastização ocorreu com sucesso, como pode-se verificar na Figura 28. 
 
Figura 27. Crescimento celular de T. reesei QM6a Δtmus53Δpyr por 14 horas. A escala mostra 
que alguns túbulos germinativos já alcançaram um tamanho considerável e, portanto, o 
crescimento do fungo pode ser interrompido para não atrapalhar posteriormente a formação de 





Figura 28. Protoplastos após 4 horas de incubação com Lysing Enzyme (Sigma) e filtragem da 
massa celular não digerida. Aumento 400x. 
 
Após a protoplastização, deu-se início a transformação em T. reesei QM6a 
Δtmus53Δpyr como descrito no item 4.3.3. Dos quatro cassestes transformados (11317, 
129710, 56646 e 98788) apenas para o 11317 obteve-se colônias, o que pode ter 
ocorrido pelo fato dos outros cassetes não terem sido inseridos no genoma de T. reesei 
QM6a Δtmus53Δpyr com sucesso. Alternativamente, com exceção de Xyr1, podemos 
especular que como os candidatos são reguladores, as deleções dos genes selecionados 
podem ter sido letais para o fungo. Algumas colônias foram recortadas para duas 
rodadas de plaqueamento em meio seletivo MS (4.3.3), condição onde somente os 
transformantes devem crescer (Figura 29). Em seguida, os transformantes foram 
plaqueados em meio PDA sólido, para posterior transferência para meio líquido e 





Figura 29. Primeiro round de plaqueamento de uma colônia transformada. 
 
Após o crescimento do fungo em PDA, os esporos foram coletados e 
inoculados em MMi. O pré-inóculo foi crescido por 5 dias e os micélios foram filtrados 
e macerados segundo o item 4.2.1.b. 100 µg do micélio macerado foi utilizado para 
extração do DNA total; após essa etapa foi feito o PCR utilizando os oligos 5’ FW e 3’ 
RV do gene 11317 (Tabela 5). A reação de PCR mostrou que o cassete não estava 
inserido no genoma de T. ressei QM6a Δtmus53Δpyr, sugerindo que o “transformante” 
era, na realidade, uma contaminação por algum outro fungo (Figura 30). Nessa reação 
foi possível observar que os oligos 5’ FW e 3’ RV funcionaram tanto para amplificar o 
DNA genômico de RUT-C30, como o DNA genômico da cepa parental QM6a, 
utilizados como controle da reação. Novas tentativas de transformação de T. ressei 




Figura 30. Gel de agarose 1% mostrando os produtos da amplificação do PCR para confirmação 
do transformante. No poço 1 se encontra a reação feita com o DNA genômico de T. reesei RUT-
c30, no 2 a reação feita com o DNA genômico da cepa parental T. reesei QM6a, nos poços 3 e 4 
as reações feitas com o DNA genômico de 2 colônias dos candidatos à transformantes e no 5 o 
controle negativo da reação, sem nenhum DNA como molde. O marcador utilizado foi o 
GeneRuler 1 Kb Plus DNA Ladder (Thermo Scientific). 
 
5.5. Análise de agrupamento 
Para ter uma ideia do perfil de expressão de todos os FTs, foi feita uma 
análise de agrupamento dos dados gerados. Esse tipo de análise, embora não leve em 
consideração os desvios padrões das amostras biológicas, é muito útil para melhor 
visualização da expressão dos genes e também para direcionar as análises, ajudando na 
seleção de possíveis candidatos a serem estudados pelo grupo. Os FTs que não tiveram 
expressão em pelo menos um ponto (sem cálculo do fold change) das condições 
analisadas (bagaço e/ou frutose) não foram considerados nessas análises, como é o caso 
dos genes selecionados para deleção 56646 e 76250. Foi gerado um heatmap (Figura 
31) que agrupou os genes de acordo com o nível de expressão, dado o método utilizado 
para o cálculo das distâncias (euclidiana). Quanto mais vermelho a cor do quadrado 
maior é a expressão do gene em bagaço, quanto mais verde, mais expresso em frutose, e 
próximo da coloração preta são genes que não tiveram diferença de expressão entre as 
condições analisadas (log2 do fold change = 0). É perceptível um agrupamento dos 
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genes mais expressos em bagaço em todos ou na maioria dos pontos na região central 
do heatmap, já na parte de cima um agrupamento dos genes altamente expressos em 
frutose, e na parte inferior, genes em alguns pontos com maior expressão em frutose e 
em outros, em bagaço. Em destaque na Figura 31, observa-se uma gama de genes 
hiperexpressos em bagaço na maioria dos tempos estudados, entre eles dois dos 
escolhidos para deleção (79514 e 129710). É possível perceber que eles estão altamente 
expressos em 4 e 6 horas (coloração vermelha viva); em contrapartida em 2 horas não 
possuem expressão diferenciada (coloração próxima ao preto). Nos demais pontos há 






Figura 31. Heatmap do agrupamento dos FTs analisados. Quanto menor o tamanho dos ramos que interconectam os clados (dois genes ou grupo de genes), maior a 
similaridade da expressão entre eles. Quanto mais vermelha a coloração, maior é a expressão do gene em bagaço em dado tempo amostral (log do fold change positivo); 




Além desses genes, também foi verificado o agrupamento de xyr1 (98788), 
e pode-se observar que esse FT está agrupado em um clado mais distante dos outros 
genes escolhidos (Figura 32). Isso porque embora sua expressão seja maior em bagaço 
na maioria dos pontos, ele possui maior expressão em frutose em 12 horas. Pode-se 
perceber que outros genes apresentam um perfil de expressão bem semelhante ao xyr1, e 
podem ser bons candidatos para futura validação. Isso porque segundo a metodologia 
utilizada, pode-se inferir que genes que são agrupados juntos, isto é, expressos de forma 
similar, podem ser corregulados e possivelmente funcionalmente relacionados 




Figura 32. Heatmap do agrupamento de alguns dos FTs analisados, com destaque para o gene 98788 (xyr1). Quanto menor o tamanho do clado entre dois genes (ou grupo de 
genes), maior a similaridade de expressão entre eles. Quanto mais vermelha a coloração, maior é sua expressão em bagaço em dado tempo amostral (log do fold change 
positivo); quanto mais verde, maior é sua expressão em frutose (log do fold change negativo). 
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Além da análise de agrupamento dos genes classificados como FTs em 
nossas buscas, também foi feita a análise de OTRs (Figura 33). Esse agrupamento foi 
mais heterogêneo que o agrupamento de FTs e é perceptível um agrupamento dos genes 
mais expressos em frutose em todos ou na maioria dos pontos na região central do 
heatmap. Já os genes mais expressos em bagaço estão na parte inferior e alguns na parte 
superior, estes últimos com maior expressão em bagaço principalmente no ponto 2 
horas. Um dos genes selecionados para deleção foi o 11317, que claramente está 
agrupado com 3 genes que também possuem maior expressão em bagaço. Esses genes 
também podem ser bons candidatos para validação funcional, visto que possuem um 
perfil de expressão maior em bagaço em todos os pontos, o que sugere que as proteínas 





Figura 33. Heatmap do agrupamento dos OTRs analisados, com destaque para o gene 11317. Os 
OTRs que não tiveram expressão em pelo menos uma das condições (bagaço e/ou frutose) não 
foram considerados nessas análises. Quanto menor o tamanho dos ramos entre os clados (dois 
genes ou grupo de genes), maior a similaridade de expressão entre eles. Quanto mais vermelha a 
coloração, maior é a expressão do gene em bagaço em dado tempo amostral (log do fold change 





Esse trabalho possibilitou a identificação e análise de 482 genes do genoma 
de T. reesei RUT-C30, sendo que 332 são fatores de transcrição, 129 são outros 
reguladores que atuam na transcrição, e 21 são órfãs. Para todos foram desenhados 
oligos para análise da expressão dos mesmos por PCR em tempo real, porém para 55 
foram encontrados algum tipo de problema, como por exemplo, baixa expressão ou 
inespecificidade dos oligos desenhados. Pela primeira vez foi verificado o painel de 
expressão temporal de 427 possíveis reguladores de transcrição de T. ressei RUT-C30 
durante crescimento em uma fonte simples de açúcar (frutose), em relação a uma 
complexa (bagaço), sendo que para a maioria destes genes não havia qualquer 
informação disponível na literatura. Segundo nossos objetivos (identificar genes 
relacionados a degradação da biomassa), consideramos interessante os que 
apresentavam maior expressão somente em bagaço em pelo menos 4 dos 6 pontos 
amostrais estudados, uma vez que se o mesmo está sendo hiperexpresso durante 
crescimento em biomassa recalcitrante, é possivelmente porque a proteína que ele 
codifica está sendo requerida nesta condição estudada. Foi verificado que 31 genes 
apresentaram esse perfil e 5 genes foram selecionados para validação funcional. Embora 
a montagem de cassetes para 3 genes selecionados tenha sido obtida com sucesso, não 
foram obtidos transformantes de T. reesei QM6a com estes genes deletados. Entretanto, 
os estudos com estes genes terão continuidade no grupo. Esse trabalho abriu um leque 
de opções para estudo de FTs e OTRs não apenas relacionados com a desconstrução da 
biomassa recalcitrante, mas a qualquer outra característica de interesse, pois 
disponibilizou a lista de todos os reguladores de expressão presentes no genoma de 
RUT-C30 e os respectivos oligos para análise de expressão destes genes. Em particular 
para a produção do etanol 2G, muitos alvos biotecnológicos foram apresentados e que 
merecem um estudo mais aprofundado, dado a relevância que eles podem ter para a 
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degradation of steam-exploded sugacane bagasse by Aspergillus niger and Trichoderma reesei” 
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Background
The global demand for renewable energy has led to the
search and development of new technologies for biofuel
production. Biofuels are produced from plants or agri-
cultural, industrial and domestic wastes, and their use
can help to reduce the world’s dependence on oil and
gasoline, being a viable alternative to fossil fuels. The
main types of first generation biofuels commercially
used are biodiesel, biogas and bioethanol, being the lat-
ter the most widely used in the world [1]. According to
the U.S. Department of Energy, 24,570 millions of gal-
lons of ethanol were produced in 2014, and the world's
top producers were the United States and Brazil,
accounting together for more than 80% of the global
production (http://www.afdc.energy.gov). Although in
the last 10 years Brazil has lost its leadership in ethanol
production, it still has best economic model of ethanol
industry due to its technology and vast amount of land
available to sugarcane cultivation, a cheap feedstock [2, 3].
The Brazilian fermentation process is characterized by the
use of very large tanks (0.5 to 3 million liters) and high
yeast cell densities (10–15% w/v). The fermentations are
carried out for a short period of 6–12 hours, reaching high
alcohol concentration (7–11% v/v). At the end of the fer-
mentation, yeast cells are harvested by centrifuging and
reutilized in a next fermentation cycle, a quite peculiar
trait in the Brazilian process [4].
Under these conditions, 270–280 kg of bagasse per ton
of crushed sugarcane are generated as byproduct [2].
Currently, most of that bagasse is burned to generate
biosteam and bioelectricity, which is in turn consumed
by the distillery or refinery. However, bagasse could be
used to produce second generation (2G) ethanol (or
cellulosic ethanol). For this purpose, the plant biomass
should be hydrolyzed to release fermentable sugars from
the plant cell wall. Bagasse is composed of cellulose
(38%), hemicellulose (23%), lignin (25%) and a small per-
centage of other compounds [5]. Currently, a hectare of
sugarcane can produce about 6,000 L of ethanol, and if
50% of the bagasse generated by the distilleries was used
for 2G production, it would be possible to increase this
volume to 10,000 L/ha [6].
2G ethanol technology includes three stages: (i) a
physical and/or chemical pretreatment of the plant
biomass, that aims to decrease its recalcitrance, im-
proving enzyme accessibility to cellulose and recover-
ing monosaccharides from hemicelluloses, e.g., xylose;
(ii) saccharification, the breakdown of complex poly-
saccharides (mainly cellulose, but also xylose-based poly-
saccharides) into monosaccharides, and (iii) fermentation,
the bioethanol production from the released monosaccha-
rides in (i) and (ii). Although several improvements have
been obtained in all these steps, the lack of yeasts capable
of efficiently fermenting xylose and the high cost of the
necessary enzymes in step (ii), represent bottlenecks to
the 2G ethanol economic viability [7, 8].
Estimates of the costs of the enzymatic cocktails
required for the saccharification process differ significantly,
from $0.10/gal to $0.40/gal of ethanol [9]. Among other
factors, these values depend on the type of biomass to be
hydrolyzed, the pretreatment used, and the microorgan-
isms that produce plant cell wall degrading enzymes
(PCWDEs). In nature, the breakdown of lignocellulosic
biomass is driven by a large community of microorgan-
isms, with special highlight to the saprophytic fungi, such
as Trichoderma reesei and Aspergillus niger, whose hydro-
lytic and oxidative enzymatic arsenal have been widely
employed in these commercial enzymatic cocktails [10, 11].
The lineages leading to T. reesei (Sordariomycetes) and A.
niger (Eurotiomycetes) diverged more than 310 million
years ago [12], so they have been exploring for a long time
different strategies to extract carbon sources required for
their growth from available biomass.
T. reesei was isolated from the Solomon Islands during
the Second World War, colonizing tents and parachutes
from the U.S. army [13]. It was found that the new organ-
ism (originally named T. viridae) was a good producer of
cellulases and, as the interest in renewable energy sources
was increasing, it became the subject of several studies
related to polysaccharide degradation. In this sense, the
development of a derived strain through a series of
induced mutagenesis experiments resulted in the hypercel-
lulolytic RUT-C30 that is catabolite-derepressed [14, 15].
Furthermore, due to its great ability to produce and secrete
large amounts of cellulases and hemicellulases, T. reesei is
considered a model for cellulose degradation [16, 17].
A. niger is the most important industrial fungus in the
genus Aspergillus, being used to produce a wide range of
commercial compounds [18]. The most important is cit-
ric acid, the main acidulant used in food and beverage
industries. In addition to its importance in pharmaceutical
and cosmetics industries, A. niger has been explored to
produce organic acids such as gluconic and fumaric acids
[19, 20]. In relation to enzymes, A. niger is employed to
produce pectinases, amylases and proteases, which are
used in a variety of industrial processes, including juice
clarification and detergent formulations [21–23]. Regarding
the 2G ethanol industry, A. niger is used as source of
enzymes for biomass degradation and host for heterol-
ogous protein production [24, 25].
The enzymes necessary for the breakdown of polysac-
charides are usually subject to carbon catabolite repres-
sion (CCR), which means that growth on glucose or
other preferred carbon sources represses their synthesis
[26]. This process is regulated at the transcriptional
level, and one of the major CCR players is the transcrip-
tion factor CreA. In T. reesei RUT-C30, its orthologue
Cre1, is truncated [14], allowing a higher enzyme
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production by this strain. Antagonistically, the crucial
player in the induction of cellulases and hemicellulases
is the transcription factor XlnR, and its orthologue in T.
reesei Xyr1. In addition, other proteins are involved in
the positive (Ace2, Ace3, Hap2/3/5, Lae1, GalX, ManR,
AraR) and negative (Ace1, Cre2) regulation of gene
expression of those enzymes [27–29]. However, a
complete understanding of transcriptional regulation
and production of PCWDEs is still lacking and needs to
be better investigated.
The activation and repression of these regulators
depend on the inducers present in the environment or
culture media, such as cellobiose, xylobiose, xylose, lac-
tose, and sophorose, each of them being species-
dependent [28] and responsible to trigger the production
of the enzymes that degrade biomass. These enzymes (and
other proteins involved in the assembly of complex carbo-
hydrates) are collectively identified as Carbohydrate-
Active enZymes (CAZymes) [30]. They are classified in
classes and families, according to their sequence, structure
and molecular mechanisms, by the online database CAZy
(http://www.cazy.org). Enzyme classes covered by CAZy
include glycoside hydrolase (GH), carbohydrate esterase
(CE), polysaccharide lyase (PL), glycosyltransferases (GT),
and enzymes with auxiliary activity (AA). All of these clas-
ses contain enzymes that act on the biomass deconstruc-
tion, with the exception of GT and CE family 10.
Thus, gaining detailed knowledge about the molecular
mechanisms behind biomass degradation and enzyme
production can enable a fine genetic manipulation of
these strains in order to increase their hydrolytic poten-
tial or the discovery of new enzymes or proteins, and
their combinations that can improve the saccharification
process. Although several studies have been done on A.
niger and T. reesei to understand their transcriptional
responses when grown on lignocellulosic biomass, we
have studied for the first time, their time-dependent
transcriptional response when grown on pretreated
bagasse, one of the largest and most inexpensive ligno-
cellulosic ethanol feedstocks.
Results and discussion
Simple sugars do not induce the full enzymatic reper-
toire that is encoded by a fungal genome. Moreover, the
enzymatic arsenal produced in response to a specific
plant biomass is likely to vary towards different sub-
strates. Understanding the molecular mechanisms, par-
ticularly transcriptional control, in fungi that have
evolved to degrade vegetal biomass will provide clues to
improve the biomass saccharification step, thus being of
paramount importance for the economic viability of 2G
biofuel production.
There are few studies analyzing the transcriptome of
A. niger grown in plant biomass (Table 1). Pullan et al.
[31] and Delmas et al. [32] described a comparative tran-
scriptional study of this fungus grown on willow and
wheat straw, respectively. Van Muster et al. [33] investi-
gated the induction of CAZymes in wheat straw and in a
carbon starvation condition. De Souza et al. [34] ana-
lyzed the transcriptome of A. niger grown in sugarcane
bagasse, using a microarray platform. Besides these
works, there are some studies using monomeric sugars
as carbon sources [35–37], under starvation [38] or
using mutant strains [39]. In T. reesei, two studies
described its global gene expression profile growing on
wheat straw [40] and wheat straw in comparison to lac-
tose [41]. Dos Santos Castro et al. [42] compared the
transcriptome of T. reesei during growth in cellulose,
sophorose, and glucose; Hakkinen et al. [43] investigated
the T. reesei transcriptome in several substrates, includ-
ing sugarcane bagasse, using a microarray platform
(Table 1). Two publications compared the secretome of
both fungi, using proteomics, growing on complex sub-
strates [44, 45]. In this work we studied, for the first
time, to the best of our knowledge, the transcriptional
response of both fungi when grown on pretreated ligno-
cellulosic biomass.
We chose to compare the T. reesei RUT-C30 and A.
niger N402 strains. As mentioned before, RUT-C30 is an
industrial strain, which has important mutations that
affect its lignocellulolytic phenotype. We were interested
on A. niger N402 as in a previous work from our group
[44], this strain showed a higher secretion of CAZymes
than RUT-C30. Therefore, we wanted to gain more in-
sights about the differences at the transcriptional level
between both strains, and to identify potential new genes
involved in the lignocellulose breakdown. A. niger and T.
reesei were grown on steam-exploded sugarcane bagasse
(SEB) as sole carbon source and biological duplicates
were collected at 6, 12 and 24 h. Both fungi were also
grown on fructose for 24 h as control condition in order
to identify differentially expressed genes (DEG), respond-
ing to the lignocellulosic substrate. Poly-adenylated tran-
scripts were sequenced in a HiSeq2000 system, and the
resulting short reads were mapped to the respective refer-
ence genomes, achieving mapping rates of over 93% for
both strains (Additional file 1). Analysis of exon-exon
junctions revealed that saturation was achieved, i.e., in-
creasing the number of sequenced reads would not have
resulted in significantly more exon-exon junctions de-
tected (data not shown). The average Pearson correlation
coefficient between duplicated samples was 0.94.
We detected 7,359 genes in A. niger and 2,945 in T. ree-
sei that are induced or repressed when SEB was used as
the unique carbon source (genes with at least two-fold
change) (Fig. 1 and Additional file 2). A. niger had 2.5
times more DEGs than T. reesei, despite both genomes be-
ing of approximately the same size (33.9 Mbp vs 32.7
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Mbp), and A. niger only having 1.4 times more predicted
protein-coding genes than T. reesei (14,165 vs 9,852).
Thus, gene content alone cannot explain the difference in
the number of DEGs between the two strains, but instead
it should be a consequence of the individual ability of each
fungus to respond to the recalcitrant biomass and to acti-
vate different pathways and genes for its degradation. It is
worth noting that during the time course, time point 24 h
showed a slightly larger number of DEGs in both fungi,
probably due to the higher quantities of small molecules
released after biomass cell wall degradation that could act
as inducers.
Gene Ontology (GO) enrichment analysis for the gene
set induced at time point 24 h (Fig. 2, Additional file 3)
showed that both A. niger (Fig. 2a) and T. reesei (Fig. 2b)
had in common the terms Carbohydrate metabolic
process (GO: 0005975) and Carbohydrate transport (GO:
0008643); in addition, three categories associated with
gene expression processes were enriched in A. niger, such
as ribonucleoprotein complex biogenesis (GO: 0022613),
ribosome biogenesis (GO: 0042254) and ncRNA process-
ing (GO: 0034470) (Fig. 2a). Regarding the repressed
genes, A. niger had enriched categories associated with ni-
trogen metabolism, such as nitrogen compound transport
(GO: 0071705) and amino acid transport (GO: 0006865)
(Fig. 2a). In the set of repressed genes in T. reesei, no GO
categories were over represented.
The two GO terms commonly enriched for both fungi
in the set of induced genes in SEB at 24 h (GO: 0005975
and GO: 0008643) include genes coding for CAZymes
and transporters. This leads us to speculate that T. reesei
and A. niger were spending their energy to the transcrip-
tion and production of cellulolytic compounds, which
were probably being secreted for biomass degradation
and the release of small sugars, as shown by Borin et al.
[44]. The released mono and disaccharides may serve as
inducers of CAZyme-coding gene expression and activa-
tors of membrane transporters, whose function is to
allow the transport of sugars from the extracellular to
the intracellular microenvironment and also have a role
in the induction of cellulase and hemicellulose biosyn-
thesis [46, 47]. For this reason, the protein synthesis ma-
chinery of the fungi should be activated to carry out
protein translation of the induced genes, which explain
the GO terms enriched in the set of A. niger induced
genes in SEB at 24 h.
As our main interest is to understand how these fungal
strains rearrange their transcriptional programs in re-
sponse to the availability of a complex lignocellulosic sub-
strate, we focused the following analyses on CAZymes,
transporters, transcription factors, and other genes of
interest. Genes coding proteins of unknown function were
also of particular interest as they can represent new tar-
gets for further analysis.
CAZymes
CAZymes are Carbohydrate-Active Enzymes classified by
the CAZy database. We focused on these enzymes,
excluding the classe of glycosyl transferase and the carbo-
hydrate esterase family 10, as they are not related to
carbohydrate degradation. We found that 190 CAZymes,
in 62 different families, were upregulated in A. niger, while
105 CAZymes were upregulated in T. reesei, from 51 fam-
ilies (Fig. 3a and 3b, and Additional file 4 and 5). The ge-
nomes from both species have approximately the same
proportion of CAZymes related to the total number of
predicted genes, approx. 2.5% for each species. However,
A. niger is expressing a larger proportion of CAZymes
than T. reesei (1.3% vs 0.8%, respectively), also from a
larger number of different families (Fig. 3). The CAZyme
transcriptional response in A. niger is more diverse than
T. reesei, when SEB is the source of carbon.
Fig. 1 Number of genes up and downregulated in A. niger N402 and T. reesei RUT-C30 grown on SEB for 6, 12 e 24 hours (h). The full list of DEGs
is shown in Additional file 2
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Fig. 3 Total number of CAZymes (excluding GT and CE10) (a) and their respective families (b) found in the genomes (G) and transcriptomes of A.
niger N402 and T. reesei RUT-C30 grown on SEB (T)
Fig. 2 Gene ontology enrichment analysis of the differently genes expressed in the growth on SEB for 24 hours. a up and downregulated genes
in A. niger N402, (b) upregulated genes in T. reesei RUT-C30. No categories were enriched for T. reesei RUT-C30 downregulated genes. It was only
considered categories with e-value ≤ 1.0E-05
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Previous papers have also assessed the transcriptional
changes in these two fungi when growing on simple or
complex carbon sources (Table 1). Despite differences in
fungal growth and experimental design, the transcriptional
changes observed could be also due to the composition of
substrate utilized, as well as the severity of the pretreat-
ment applied to biomass. We are presenting herein the
first study that compares the transcriptional response of
these two fungal strains when grown on SEB as sole car-
bon source. Steam-explosion induces changes in lignin
structure, which coupled to partial hemicellulose hydroly-
sis, increases substantially the cellulosic fraction availabil-
ity and as consequence, its hydrolysis [48]. As result, more
sugars (polysaccharides, oligosaccharides and monomers)
are released to the medium, what might thus induce the
expression of a larger number of different CAZymes, than
observed before. The transcriptional response of A. niger
when grown on SEB was previously studied using micro-
array, revealing a smaller number of differentially expressed
CAZymes [34] (67 genes, Table 1). This difference might
result from the microarray platform having a narrower
dynamic range for expression values in comparison to
RNA-seq approaches [49].
Discrepancies were also found in relation to the tempor-
ality of gene expression. For A. niger, Delmas et al. [32]
showed important genes related to biomass degradation
being induced along their time series study. For instance,
the cellobiohydrolase B (cbhB, An01g11660, GH7) and an
arabinofuronosidase (abfB, An15g2300, GH54) were
expressed after 6 h of growth in media with wheat straw,
the cellobiohydrolase A (cbhA, An07g09330, GH7), one
lytic polysaccharide monooxygenase (An12g04610, AA9)
and one hydrophobin (hsbA, An09g00840) after 12 h, and
another hydrophobin (hfbD, An08g09880) only after 24 h.
We found these genes induced since 6 h, with high values
of log2-fold change and expression values (expression value
RPKM; Additional file 4). Curiously, the only exception is
the cbhA that was upregulated at 6 and 12 h, but not at 24
h. Analyzing the raw data, this gene was highly expressed
both in SEB and in fructose at 24 h (data not shown), but
it was not differently regulated. In relation to T. reesei,
Poggi et al. [50] showed a similar expression of the main
CAZymes (cel5a, cel12a, cel45a, cel74a) during a time
course (1, 3, 6 and 24 h) using lactose as inducer of cellulo-
lytic gene expression. Some differences, such as the absence
of cel7b in the latest time point in lactose, could be a signal
saturation problem present in microarray analysis.
In addition to the disparities in the total number of
differentially expressed CAZymes between A. niger and
T. reesei, there are also important differences in the
families that were being regulated (Additional file 4 and
5). Genes exclusively found induced in A. niger were
from the families CE8 (An02g12505 and An04g09690),
CE12 (An04g09360, An05g02270 and An09g02160),
PL1 (An10g00870, An11g04030, An14g04370 and
An19g00270), PL4 (An14g01130), that play distinct
roles in the breakdown of pectin, and GH51 (α-L-arabino-
furanosidase) that hydrolyzes the glycosidic bond between
L-arabinofuranosides side chains of hemicelluloses such
as arabinoxylan (Table 2). Conversely, for T. reesei, the
following families were exclusively induced in this micro-
organism: the GH45 endoglucanase (25940) that acts on
the hydrolysis of soluble β-1,4 glucans, a CE15 glucuronoyl
esterase (125575) and a GH115 xylan-α-glucuronidase
(25542) that can cleave glucuronic acid residues from xylan
backbone (Table 3).
We were then interested in understanding the general
expression profile of the CAZyme families related to bio-
mass degradation (AA9, CE1, CE3, CE5, CE16, GH1,
GH3, GH5, GH6, GH7, GH10, GH11, GH12, GH43,
GH45, GH51, GH54, GH62, GH67, GH74, GH93,
GH115 [51]). It could be observed that the two strains
behaved in opposite ways: A. niger strongly induced the
biomass degrading genes at the beginning (6 h) of the
growth in SEB, and their expression decreased over time,
while T. reesei had an increasing gene expression during
the time course (Fig. 4a).
As the number of genes induced by each microorgan-
ism is different, we decided to focus on the candidate
orthologues for these CAZymes (Additional file 6) and
observed the same general trend (Fig. 4b). This trend
was confirmed when looking at the individual CAZyme
families (Additional file 7). This was further confirmed
by RT-qPCR for some genes that encode essential en-
zymes to biomass degradation (Additional file 8 and 9),
with significant Pearson correlations (> 0.95 for the most
genes). It is interesting that CAZymes from A. niger
showed this decreasing expression from 6 to 24 h. This
gene profile was already reported by Souza et al. [34]
and might represent a standard mechanism in this strain
to act upon contact with complex biomass sources, and
a different control in the expression of these enzymes in
relation to T. reesei strain.
When looking at the 20 most strongly induced genes in
T. reesei, it was noticeable that since the early time point
(6 h), the majority of them correspond to CAZymes im-
portant to the carbon degradation, such as GH10, GH11,
CE1, GH6, GH62 and others (Additional file 10). The
expression of most of them increased during the time
course. However, curiously, the transcriptional response of
A. niger grown on bagasse was dramatically different; the
CAZymes were prevalent only in the earliest time point
and, as showed above for the main families, their ex-
pression decreased during the time course (Additional
file 11, 7, 8). Despite the prevalence of CAZymes among
the 20 most strongly induced genes in T. reesei, the average
expression level was two times higher in A. niger at the
time points 6 and 12 h (Additional file 11). We also noticed
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Table 2 The main CAZymes related to biomass deconstruction upregulated in A. niger N402 transcriptome
ID AspGDa Descriptiona Gene name CAZy Family Peptide Signalb log2FC
c Predicted substrate
6h 12h 24h
An16g00060 Hypothetical protein - CE1 N 3.32 3.09 4.91 Unknown
An08g05230 Lytic polysaccharide
monooxygenase
- AA9 Y 2.24 1.55 - Cellulose
An12g02540 Lytic polysaccharide
monooxygenase
- AA9 Y 5.41 6.57 3.30 Cellulose
An12g04610 Lytic polysaccharide
monooxygenase
- AA9 Y 8.49 8.35 4.82 Cellulose
An14g02670 Lytic polysaccharide
monooxygenase
- AA9, CBM1 Y 1.71 - - Cellulose
An15g04900 Lytic polysaccharide
monooxygenase
- AA9, CBM1 Y 2.16 1.80 - Cellulose
An09g00120 Feruloyl esterase faeA CE1 Y 7.80 6.93 5.95 Arabinoxylan,
pectin
An12g05010 Acetyl xylan esterase axeA CE1 Y 8.22 6.63 5.68 Xylan
An12g02550 Feruloyl esterase - CE1 Y 8.15 7.38 5.12 Xylan, pectin
An07g03100 Putative esterase E - CE1 N 1.04 - - Unknown
An07g08940 Cellulose-binding GDSL
lipase/acylhydrolase
- CE16 Y 6.73 5.21 3.94 Xylan, mannan
An14g02170 Cutinase 1 - CE5 Y 2.97 2.99 1.34 Cutin
An11g00110 Cutinase 2 - CE5 Y 1.84 1.28 1.72 Cutin
An03g03740 Β-glucosidase bgl4 GH1 N 2.82 1.87 - Cellulose
An04g03170 Β-glucosidase - GH1 Y 6.95 4.53 5.27 Cellulose
An11g02100 Β-glucosidase - GH1 Y 6.30 5.44 4.86 Cellulose
An03g00940 Endoxylanase xynA GH10 Y 7.90 6.38 5.00 Xylan
An01g00780 Endoxylanase xynB GH11 Y 9.42 7.71 6.21 Xylan
An15g04550 Endoxylanase xynV GH11 Y 4.15 2.40 1.73 Xylan
An14g02760 Endoglucanase eglA GH12 Y 9.02 7.58 4.78 Cellulose
An01g03340 Xyloglucan active
endoglucanase
- GH12 Y 5.48 4.43 3.20 Cellulose
An11g06080 Β-glucosidase - GH3 N 3.95 3.19 1.90 Cellulose
An11g06090 Candidate
β-glucosidase




- GH3 N - - 1.01 Unknown
An07g07630 Β-glucosidase - GH3 Y 6.32 5.45 5.02 Starch
An11g00200 Β-glucosidase - GH3 Y 7.44 6.38 6.21 Cellulose
An14g01770 Β-glucosidase - GH3 Y 1.78 1.24 - Cellulose
An15g04800 Β-glucosidase - GH3 Y 1.48 - 1.73 Cellulose
An17g00520 Β-glucosidase - GH3 N 5.69 4.43 1.67 Cellulose
An18g03570 Β-glucosidase bglA GH3 Y 6.38 5.72 4.60 Cellulose
An01g09960 Β-xylosidase xlnD GH3 Y 8.24 6.05 4.47 Xylan, pectin
An17g00300 Β-xylosidase/
α-arabinofuranosidase
xarB GH3 Y 6.10 4.39 3.49 Xylan, pectin
An02g10550 Endoarabinanase abnC GH43 Y 5.63 5.26 5.09 Pectin
An09g01190 Endoarabinanase abnA GH43 Y 5.14 4.47 2.93 Pectin
An15g03550 Endoarabinanase - GH43 Y 8.24 7.84 6.12 Pectin
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that A. niger N402 and T. reesei RUT-C30 induced a cen-
tral set of shared genes coding for the most important
CAZymes (such as β-glucosidases, cellobiohydrolases,
endoglucanases, xylanases, β-xylosidases, lytic polysac-
charide monooxygenases (LPMOs)) that are activated by a
variety of lignocellulosic substrates, but have different
strategies to degrade biomass.
Among the main CAZymes, AA enzymes have been
the focus of several recent studies, with special highlight
to the LPMOs (AA9, AA10, AA11 and AA13), as they
can be involved in the oxidative breakdown of cellulose,
hemicellulose and lignin [52], as well as in the biotrans-
formation or detoxification of lignocellulosic compounds
[53]. It is important to note here that A. niger has a con-
siderable larger number of AAs compared to T. reesei
(68 vs 33), showing the largest difference of all CAZymes
between the two strains. Few studies have been pub-
lished for AAs in these saprophytic fungi. Only AA9
(former GH61) was characterized in T. reesei [54–56],
and two glucose oxidase (AA3) have been studied in A.
niger [57–59]. Nevertheless, our data suggest they might
have an important role on biomass degradation since
53% e 39% of all AAs found in A. niger and T. reesei
genomes, respectively, were induced by growth in SEB
in both strains.
Five AA9-coding genes (An08g05230, An12g02540,
An12g04610, An14g02670 and An15g04900) were
upregulated in A. niger and they had their highest
expression at 6 h (Table 2 and Additional file 4), with
exception of one gene (An12g04610), which expression
decreased during the time course. In contrast, the two
AA9 upregulated genes of T. reesei (139633 and 122518)
showed an increasing expression during the later periods
of the time course, reaching notable fold change values
(386 and 543 times, respectively) at 24 h (Table 3 and
Additional file 5). We could predict orthologues of the
T. reesei 139633 gene in A. niger, genes An12g04610 and
An14g02670, with both of these presenting different
expression profiles (Additional file 6). As mentioned
before, these differences were also observed to the gene
expression profile of other CAZymes (GHs and CEs) in
both fungal strains (Fig. 4a).
LPMOs have three different electron transfer systems
[60]. The systems 1 and 2 reduce indirectly the active
site of LPMOs by transferring electrons through the
cytochrome domain of cellobiose dehydrogenase (CDH;
AA3.1) or by fungal and plant-derived LPMO-reducing
phenols, respectively. The third system is comprised of
GMC oxidoreductases (Glucose-Methanol-Choline oxi-
doreductases; AA3.2 and AA3.3) that regenerate those
phenolic compounds to reduce the LPMO [60]. A. niger
has one gene coding for a putative CDH (An02g09270),
however it was not found induced in the conditions
assayed here; moreover, T. reesei genome does not have
Table 2 The main CAZymes related to biomass deconstruction upregulated in A. niger N402 transcriptome (Continued)
An08g01900 Β xylosidase - GH43 Y 5.43 4.17 4.71 Xylan
An02g00140 Β-xylosidase - GH43 N 4.41 3.39 4.14 Xylan
An11g03120 Β-xylosidase xynD GH43 Y 3.55 3.20 2.56 Xylan, pectin
An18g03330 Exo-1,3-galactanase - GH5 N 1.17 1.38 - β-1,3-Glucan
An07g08950 Endoglucanase eglC GH5 Y 5.46 4.22 2.19 Cellulose
An06g02060 Exo-1,3-galactanase - GH5 Y 1.18 - 1.35 Cellulose
An18g04100 Exo-1,3-galactanase exgA GH5 Y 4.46 5.19 5.08 β-1,3-Glucan
An03g01050 Exo-1,6-galactanase - GH5 Y 2.93 - - Cellulose
An01g11670 Endoglucanase - GH5, CBM1 Y 8.00 6.48 4.22 Cellulose
An08g01710 α- arabinofuranosidase abfC GH51 N 4.61 3.73 3.91 Xyloglucan,
xylan, pectin
An15g02300 α-arabinofuranosidase abfB GH54, CBM42 Y 6.04 3.81 1.03 Xyloglucan,
xylan, pectin
An08g01760 Cellobiohydrolase - GH6 Y 9.03 7.97 5.43 Cellulose
An12g02220 Cellobiohydrolase - GH6, CBM1 Y 11.59 10.76 7.40 Cellulose
An03g00960 Arabinoxylan
arabinofuranohydrolase
axhA GH62 N 7.52 6.18 4.95 Xylan
An14g05800 α-glucuronidase aguA GH67 Y 7.51 5.50 4.83 Xylan
An07g09330 Cellobiohydrolase cbhA GH7 Y 4.36 4.71 - Cellulose
An01g11660 Cellobiohydrolase cbhB GH7, CBM1 Y 8.45 6.69 3.08 Cellulose
An01g01870 Xyloglucan active endoglucanase eglC GH74, CBM1 Y 1.67 1.67 - Cellulose
aThe Aspergillus Genome Database was used to recover the A. niger proteins ID and description; b The presence of signal peptide was predicted by SignalP 4.1
Server; c Log2 fold change
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a cdh gene. Conversely, several genes coding AA3.2 and
AA3.3 (alcohol oxidase, aryl-alcohol oxidase, glucose
oxidase, Additional file 4 and 5) were induced by SEB in
both fungi. These oxidative enzymes are responsible for
hydrogen peroxide and oxygen radicals formation, that
are reactive molecules that can attack the polysaccharides
Table 3 The main CAZymes related to biomass deconstruction upregulated in T. reesei RUT-C30 transcriptome





122518 Lytic polysaccharide monooxygenase cel61b AA9 Y 3.23 6.54 9.09 Cellulose and β-glucan
139633 Lytic polysaccharide monooxygenase cel61a, egl4 AA9, CBM1 Y 3.84 6.10 8.59 Cellulose and β-glucan
136770 Acetyl esterase aes1 CE16 Y 6.33 7.50 7.74 Xylan
5643 Candidate acetyl esterase - CE16 Y 1.30 1.45 1.07 Xylan
128705 Candidate acetyl xylan esterase - CE3 N 1.60 1.82 1.55 Xylan
35989 Candidate acetyl xylan esterase - CE3 N - - 1.34 Xylan
134377 Candidate acetyl xylan esterase - CE3 N 2.82 3.01 3.00 Xylan
88887 Candidate acetyl xylan esterase - CE5 N 4.83 6.01 8.93 Xylan
139631 Acetyl xylan esterase axe1 CE5, CBM1 Y 4.44 6.46 9.12 Xylan
127115 β-glucosidase bgl2, cel1a GH1 N 3.78 4.57 5.96 Cellulose and β-glucan
77989 Candidate β-glucosidase cel1b GH1 N 1.78 2.42 2.83 Cellulose and β-glucan
23616 Endo-β-1,4-xylanase xyn3 GH10 Y 2.69 4.78 8.53 Xylan
124931 Endo-β-1,4-xylanase xyn2 GH11 Y 6.38 7.56 8.91 Xylan
134945 Candidate endo-β-1,4-xylanase xyn5 GH11 N 5.54 6.06 6.80 Xylan
38418 Endo-β-1,4-xylanase xyn1 GH11 Y 2.01 3.00 2.73 Xylan
25542 Candidate xylan-α-1,2-glucuronidase/
α-(4-O-methyl)-glucuronidase
- GH115 N - 1.11 - Xylan
124438 Endo-β-1,4-glucanase egl3, cel12a GH12 Y 1.74 5.38 8.96 Cellulose and β-glucan
140746 β-xylosidase bxl1 GH3 Y 7.84 7.57 8.25 Xylan
25095 Candidate β-glucosidase cel3b GH3 Y - - 1.10 Cellulose and β-glucan
125268 Candidate β-glucosidase cel3c GH3 N 2.35 3.21 4.31 Cellulose and β-glucan
136547 β-glucosidase bgl1/cel3a GH3 N 1.75 3.61 7.14 Cellulose and β-glucan
122639 Candidate β-glucosidase cel3d GH3 N 3.23 4.17 5.76 Cellulose and β-glucan
74305 Candidate β-glucosidase cel3e GH3 Y 1.31 1.36 1.51 Cellulose and β-glucan
82126 Cand. β-glucosidase/
glucan 1,4-β-glucosidase
bgl3f GH3 Y 2.52 3.41 5.15 Cellulose and β-glucan
74129 Candidate β-xylosidase xyl3b GH3 N 2.12 2.70 1.99 Xylan
77521 Candidate β-xylosidase/
α-L-arabinofuranosidase
- GH43 N 4.21 4.76 5.31 Others
25940 Endo-β-1,4-glucanase egl5, cel45a GH45, CBM1 Y 2.95 5.41 8.52 Cellulose and β-glucan
72489 Endo-β-1,4-glucanase egl2, cel5a GH5, CBM1 Y 3.27 5.74 8.57 Cellulose and β-glucan
122377 β-Mannanase man1 GH5, CBM1 Y 2.52 4.86 8.77 Mannan and
galactomannan
102517 α-L-arabinofuranosidase I abf1 GH54, CBM42 Y 2.55 1.51 - Xylan
122470 Cellobiohydrolase cbh2, cel6a GH6, CBM1 Y 2.73 5.28 8.24 Cellulose and β-glucan
118070 Candidate α-L-arabinofuranosidase abf2 GH62 Y 5.88 4.90 7.03 Xylan
90302 α-Glucuronidase glr1 GH67 Y 6.96 7.33 7.62 Xylan
125125 Cellobiohydrolase cbh1, cel7a GH7, CBM1 Y 3.49 5.84 8.75 Cellulose and β-glucan
5304 Endo-β-1,4-glucanase egl1, cel7b GH7, CBM1 Y 2.63 5.05 8.39 Cellulose and β-glucan
111943 Xyloglucanase cel74a GH74, CBM1 Y 2.04 2.18 3.87 Xyloglucan
aTrichoderma reesei RUT C30 v1.0 database from JGI was used to recover the T. reesei proteins ID and description; b The presence of signal peptide was predicted
by SignalP 4.1 Server; c Log2 fold change
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and lignin components of lignocellulose [61]. Then, al-
though the oxidative degradation of lignocellulose has not
been investigated, our data allows to hypothesize that both
fungal strains could employ enzymatic and non-enzymatic
redox reactions to break down the lignocellulose.
Beyond the annotated CAZymes, 15 upregulated
genes were found with significant CAZy domains (e-value
< 1.00E-17 and coverage > 0.45) in A. niger (12 AA, 2 CE
e 1 GH) and only 2 to T. reesei (2 AA) (Additional file 12).
Most of these genes were expressed at all time points ana-
lyzed; however, whether these proteins represent new
CAZymes, still needs to be investigated.
Transporters
Both fungi have a similar number of transporters: the
genome of A. niger has 865 transporter-coding genes
[62] and T. reesei has 816 [63]. In A. niger 174 genes an-
notated as sugar transporters or without predicted sub-
strate were upregulated (Additional file 13). About half
of them were strongly (five to ten times) induced in SEB
at all time points. In T. reesei 83 transporters were in-
duced in SEB (Additional file 14). The expression profile
during the time course was similar between both fungi
(Fig. 5a), the fold changes decreased at 12 h, increasing
at 24 h, which clearly contrasts with the expression
profiles of CAZymes related to biomass deconstruction
(Fig. 4). Although some sugar transporters are known
to be regulated by transcription factors that regulate
CAZymes as well [34, 64], the observed differences be-
tween the expression profiles of transporters and
CAZymes suggest that different set of regulators might
be controlling the expression of these genes.
These transporters are proteins to be studied in rela-
tion to their potential of transport sugars released from
vegetal biomass, such as xylose, cellobiose, and arabinose
and can be used to the genetic engineering of indus-
trial strain applied in different industrial fermentations
[65, 66]. Recently, Sloothaak et al. [67] applied a pipeline
to identify putative xylose transporters to the in silico
deduced proteomes of T. reesei and A. niger. From the top
15 highest scoring proteins found in each genome, only
four genes were found as being upregulated in T. reesei,
including str1 (138519) and str2 (136712) that were char-
acterized as xylose transporters. In relation to A. niger,
eight putative xylose transporter genes were found
upregulated, including xltB (An11g05280). The product
of xltB transports xylose with the highest specificity
described so far [67].
Additionally, recently some transporters have been
reported to be involved in the induction of CAZymes
[46, 47, 68]. For instance, crt1 (109243) and str1
(138519) transporters-coding genes of T. reesei were
strongly activated by SEB at all time points (Additional
file 14), with special attention to the increasing expres-
sion profile of crt1 (log2(fold change): 6 h: 5.46; 12 h:
6.47; 24 h: 7.54). It was showed that Crt1 is a lactose
permease essential for cellulase induction [68] while
Str1 is crucial for pentose utilization and has a role on
xylanase induction [47]. Thus, other proteins encoded
by these upregulated genes can be potential candidates to
sense and transduce signals related to biomass deconstruc-
tion and thus potential targets for strain improvement.
We identified 43 groups of candidate orthologues
genes between A. niger and T. reesei that have at least
one gene upregulated in our dataset (Additional file 15).
Fig. 4 Expression profile of the genes belonging to the main CAZyme families related to biomass deconstruction in A. niger N402 and T. reesei
RUT-C30. A) Average of log2(fold changes) from all genes listed in Table 1 and Table 2. B) Average of log2(fold changes) of the predicted orthologues
genes (listed in Additional file 6). Thinner lines represent the individual gene expression (log2(fold change)) for each fungus and the thicker ones the
average of these values. Only genes upregulated in all time points (6, 12 and 24 h) were considered
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We observed contrasting expression profiles among the
genes in these groups of orthologues. For instance, the
pair of predicted orthologues genes An03g01620 in A.
niger and 33630 in T. reesei, both are annotated as sugar
transporters, the former as a putative high affinity glu-
cose transporter (AspGD) and the latter as a xylose
transporter [69]; only the T. reesei gene was found in-
duced by SEB, at all time points (Additional file 15).
Another example is found with the pair An18g01700 (A.
niger) and 85254 (T. reesei). An18g01700 is the predicted
orthologue of the Saccharomyces cerevisiae Hxt8-coding
gene and we found it among the SEB induced genes;
however, the respective T. reesei orthologue did not re-
spond to SEB. These observations strengthen the idea
that the two strains have different mechanisms for ligno-
cellulosic biomass degradation.
We also identified several additional upregulated
transcripts in both fungal strains that were described
as transporters of compounds such as ions, amino
acids, and peptides (81 in A. niger and 68 in T. reesei,
Additional file 16). It is worth noting that iron and
siderophore transport genes were induced, with con-
siderably larger fold changes in T. reesei (Additional
file 16). The iron cation is required in Fenton reac-
tions that produce hydroxyl radicals, which can help
disrupt lignocellulose [70]. Alternatively, inducing iron
transport can be trigger by the depletion of this cat-
ion as it binds to cellulose [41]. These observations
highlight the fact that not only sugar-degradation and
assimilation metabolic pathways are modulated during
biomass degradation.
Transcription factors
Expression and secretion of CAZymes and other en-
zymes and proteins required for biomass deconstruc-
tion are energy-demanding processes. Thus, they will
only be produced at a higher quantity when fungi sense
the polysaccharides from available plant biomass, and no
alternative carbon sources are available, consequently min-
imizing energy demands. Although the complete mecha-
nisms for the regulation of this process remains unclear, it
is known that it is driven by transcription factors (TFs).
In this section we paid attention to TF genes as de-
scribed by Pel et al. [62] for A. niger and by the Schmoll et
al. [71] for T. reesei. In total, 152 upregulated TFs were
found in A. niger (Additional file 17) and 52 in T. reesei
(Additional file 18), most of them not been functionally
characterized so far. Twenty-three TF genes have been
previously described as being related to biomass decon-
struction (Table 4), for 13 of these we found candidate
orthologues in both fungal strains, four were only present
in A. niger, five only in T. reesei and one was not found in
either strains (galR, described in A. nidulans [72]). Only
two out of the 13 TF genes found in both fungi were
induced by SEB (xlyR/xyr1 and malR), but they had dis-
tinct expression patterns. In A. niger, the expression of
these two regulators was upregulated at all time points,
similar to the expression profiles of the CAZymes (Fig. 4),
i e., decreasing the expression during the time course
(Table 4). In T. reesei, the expression of CAZymes was de-
tected since the early time points and raised up to 24 h
and the major activator xyr1 was only found induced at 24
h (log2(fold change): 1.65). Xyr1 was expressed at a higher
level when T. reesei grown on SEB than fructose, during
the entire time course; however, at early time point the
differences in expression values was below our chosen
threshold (log2(fold change): 6 h: 0.49; 12 h: 0.99). The TF
malR has been described as being induced by maltose and
as responsible for the expression of the maltose-utilizing
gene cluster[73]; why this regulator is induced in both
fungi is intriguing, as the SEB did not have a significant
quantity of this sugar [74, 75].
Fig. 5 Expression profile of genes encoding transporters in A. niger N402 and T. reesei RUT-C30 transcriptomes. Average of log2(fold change) from
all genes listed in Additional file 13 and 14. Thinner lines represent the individual gene expression (log2(fold change)) for each fungus and the
thicker ones the average of these values. Only genes upregulated in all time points (6, 12 and 24 h) were considered
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We also found that the transcriptional activator rhaR,
involved in pectin degradation, was induced in A. niger.
The sugarcane cell wall has a low proportion of pectin
(~10%), and while most of that should be solubilized
and washed-out during the steam-explosion used as pre-
treatment [75], some can remain available and used by
the fungi. Particularly, A. niger is known as a good produ-
cer of pectinase [76] and in a previous study we observed
that several pectinases were secreted when A. niger grew
on SEB [44]. In our transcriptomics dataset we found 35
pectin-deconstruction genes induced in SEB, which are
60.3% of all the genes related to pectin-deconstruction
found in the genome of A. niger [76] (Additional file 4);
rhaR, the pectinase transcriptional activator [77], was
found induced at all time points (An13g00910; log2(fold
change): 6 h: 1.75; 12 h: 1.18; 24 h: 1.58) (Table 4). The
predicted T. reesei rhaR-orthologue (101004) was not in-
duced in SEB and few pectinases were upregulated in this
carbon source (Additional file 5).
The carbon catabolite repressor creA in A. niger
(An02g03830) was upregulated at the initial time points
in SEB (6 and 12 h). In A. nidulans CreA mediates the
repression of xlnR, and in A. niger the expression of creA
is associated to the repression of cellulases and hemicel-
lulases, including the major activator xlnR (An15g05810)
[78, 79]. Surprisingly, we also found xlnR to be induced
since the earliest time point, suggesting a more complex
regulatory relationship between creA and xlnR in A.
niger. In T. reesei, Ace3 (98455) positively regulates the
expression of cellulases, and we found this gene induced
at 12 h and 24 h. xpp1 (101064), a positive regulator of
xylanase expression, was downregulated at the early time
points, with no significant difference in expression
between SEB and fructose at 24 h (log2(fold change):
6 h, -1.47; 12 h, -2.53; 24 h, 0.02). Cre1 (23706) was
slightly downregulated, with a fold change smaller than
our selection criterion. In relation to other predicted TFs
orthologues, we found four pairs of orthologues upregu-
lated in both strains (An18g05600/ 77124, An16g06780/
67125, An11g03890/ 39977, An09g01870/ 93861), and
despite this interesting result, their functions remain
to be elucidated.
The results presented above on TF genes, relied on
previous identification of TFs [62, 71]. We decided to
look for the genes that have protein domains frequently
associated with transcription factor activity but that have
not been identified as such in previous studies. Several
induced putative TF genes were identified in both fungi
with domain frequently associated to transcription fac-
tors (Additional file 19), such as fungal specific tran-
scription factor domain (PF04082, PF11951), bZIP
(PF00170), Fungal Zn(2)-Cys(6) binuclear cluster domain
(PF00172). In this source, we identified inuR and rhaR
that have not been described by Pel et al. [62], but that
were characterized by Yuan et al. [80] and Gruben et al.
[77], respectively. Therefore, further studies are necessary
to elucidate their role in the regulation of lignocellulose
degradation.
Although A. niger and T. reesei share some TFs of
recognized importance in lignocellulose degradation (such
as XlnR/Xyr1 and CreA/ Cre1), they have clear differences
concerning TF content and in their regulation of these
genes. This clearly suggests that these two strains have dif-
ferent regulatory circuits at play for the degradation of
complex biomass sources. A better understanding of these
regulatory circuits is required to improve the genetic
manipulation of these organisms, so that new strains can
be generated with enhanced enzymatic potential.
Other genes of interest
The process of biomass saccharification releases different
sugars to the environment. This leads to the induction of
several genes in an array of sugar metabolic pathways, for
instance in the arabinose and xylose metabolic pathways,
the genes coding for D-xylose/xylulose reductase, xylitol
dehydrogenase, xylulokinase and arabinitol dehydrogenase
were induced in almost all time points (Additional file 20).
Also of interest, we found that from the eight hydropho-
bins predicted in the A. niger genome [81], seven were
found as being upregulated induced in SEB and the profile
expression of one of them (hfbA, An03g02400) was vali-
dated by RT-qPCR (Additional file 8). According to
Schmoll et al. [71], T. reesei QM6a genome has 10 genes
coding hydrophobins, we could identify nine of these in
the genome of T. reesei RUT C30, and only two (125146
and 89290) were induced by SEB (Additional file 20).
Hydrophobins are small fungal proteins (≤ 20 kDa) able to
adsorb the hydrophobic surfaces and mediate the inter-
action between the fungi and the medium through amphi-
pathic layers [82]. They reduce the substrate surface
tension in which the fungus is growing [82] and are in-
volved in biofilm formation over the lignocellulosic bio-
mass, as observed in A. nidulans grown on SEB [83].
Furthermore, hydrophobins are potential candidates for T.
reesei and A. niger adhesion at the bagasse’s cell wall.
Moreover, swollenin (swo1, 104220) and cip1 (121449),
which also have role in biomass degradation [84, 85],
showed high RPKM values and log2(fold change) in T.
reesei (Additional file 20), especially after 24 h of growth.
The high expression of these genes was also validated by
RT-qPCR (Additional file 9). It was demonstrated that
swollenin can disrupt the cellulose structure by cleaving
hydrogen bonds between the lignocellulose polysaccha-
rides [86]. Swo1 displays endoglucanase activity being
able to hydrolyze β-1,4 linkages in β-glucan and carboxy-
methylcellulose (CMC) [85]. It is not yet clear what the
Cip1 function is, but this protein has a secretion signal
and a CBM1 domain [87]. Cip1 presented an increasing
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expression along the time series (log2(fold change): 6 h:
3.86; 12 h: 6.24; 24 h: 9.26) and was also strongly induced
in wheat straw [40] and sophorose [88]. In these two stud-
ies the expression of cip1 was similar to the profiles of
endoglucanases and of the cellobiohydrolase cbh1, sug-
gesting a potential of Cip1 in cellulose degradation. Inter-
estingly, A. niger does not contain either of these genes,
which reiterates the different strategies used by both fungi
during biomass degradation.
Recently, a new class of enzymes called PADs (Pro-
oxidant, Antioxidant, and Detoxification enzymes) has
been drawing attention due to its putative participation
in lignocellulose breakdown. PADs are detoxifying and
lignin/phenol modification enzymes, such as catalase
(CAT), superoxide dismutase (SOD), peroxidase, cyto-
chrome P450 (p450), glutathione S-transferase (GST)
and aldo-keto reductase (AKR). There are few papers in
the literature relating the influence of these enzymes in
the biomass saccharification and oxidative stress control
[89–95]. We found that several genes coding for PADs
were induced by SEB; in T. reesei, 1 CAT, 6 GSTs and 7
AKRs, while 2 CATs, 2 SODs, 10 GSTs, 4 peroxidases
and 12 AKRs were induced in A. niger, some of them
with high fold change values, such as An08g09150 and
An07g00030 (Additional file 20). These enzymes could be
acting on the oxidative control of the highly reactive ROS
generated by the oxidative degradation driven by LPMOs
(AA9) and other oxidative enzymes (AA3; AA6; AA7).
And according to the high lignin proportion of steam-
exploded bagasse composition (34%,), the peroxidases and
aldo-keto reductases might be participating in the removal
of lignin fraction, which can be as high as 34% in SEB [96],
enabling access to the cellulose by conventional GHs, as
suggested previously [89, 97–99]. The role of these en-
zymes on biomass deconstruction is poorly explored in as-
comycetes, but their upregulation in T. reesei RUT-C30
and A. niger N402 during the growth in SEB suggests that
they can be acting (directly or indirectly) in this process.
Finally, we turn our attention to potentially new genes
with important roles in biomass degradation. We focused
on genes that have signal peptide cleavage sites, that could
be secreted, and that have no reported function either at
AspGD or JGI databases, and that do not have significant
hits to protein domains. In A. niger, 146 genes were upreg-
ulated out of which 76 were induced in all time points
(Additional file 21), some of them with high fold changes,
being among the 20 most induced genes (Additional
file 11). They showed an expression profile (Fig. 6) that is
different from CAZymes (Fig. 4) and transporters (Fig. 5).
In T. reesei, 66 genes of unknown function were identified
as being upregulated, 25 of them in all growth conditions
(Additional file 21). The high expression of these genes sug-
gests that they can have a role on the saccharification me-
tabolism, and are interesting targets for follow up studies.
Conclusion
This study describes a comparative transcriptome ana-
lysis of T. reesei RUT-C30 and A. niger N402 during
growth on steam-exploded sugarcane bagasse as carbon
source. A set of CAZymes, such as cellulases, hemicellu-
lases and oxidative enzymes was expressed by both fun-
gal strains, but their gene expression profiles was
opposite to each other. During the time series evaluated
in this work, T. reesei had an increasing activation of its
CAZymes while A. niger had a faster transcriptional
response, upregulating the most of them at 6 h and
decreasing their transcription after that. Our findings
revealed both strains upregulated several genes, which
code for putative transporters of sugars and other small
molecules, transcription factors, proteins of unknown
functions and PAD enzymes. These proteins can be
players in biomass degradation and deserve further studies
to verify their role. Altogether, the data show that A. niger
N402 and T. reesei RUT-C30 have differences in genes re-
lated to lignocellulose breakdown content and also in their
expression profile. This knowledge can be exploited for
the rational design of enzymatic cocktails and 2G ethanol
production improvement.
Methods
Fungal strains and culture conditions
The fungi Trichoderma reesei RUT-C30 (ATCC 56765)
and Aspergillus niger N402 (ATCC 64974) were kindly
provided by Dr. Bernhard Seiboth and Dr. David Archer,
respectively. As mentioned before, T. reesei RUT-C30
Fig. 6 Expression profile of genes coding unknown proteins with
peptide signal predicted upregulated in A. niger N402 and T. reesei
RUT-C30 transcriptomes. Thinner lines represent the individual gene
expression (log2(fold change)) for each fungus and the thicker ones
the average of these values. Only genes upregulated in all time
points (6, 12 and 24 h) were considered
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strain was obtained after three random mutagenesis
(with UV light and N-nitroguanidine) of the wild type
QM6a [17]. A. niger N402 strain was produced in
1983 from N400 by two rounds of UV mutagenesis
(personal communication, Dr Fons Debets, University
of Wageningen). Both strains were kept in silica gel
desiccant with 7% milk (w/v) at 4°C [100]. Fungi were
grown on basic culture medium (BCM) [44] with a
predetermined concentration of carbon source according
to our experimental conditions.
For cultivation in medium with SEB, the mycelia
grown on the BCM were filtered, washed twice with
sterile distilled water in order to eliminate any residual
sugar and then transferred to fresh BCM deprived of
0.05% yeast extract but with 0.5% of SEB (w/v) as carbon
source. SEB was treated as described by De Souza et al.
[34], and exhaustively washed with deionized water until
reducing sugars were not detected by DNS [101]. SEB
was completely dry at 60°C for several days and sifted in
a 600 μm industrial sieve. Cellulose, hemicellulose and
lignin proportion made up 47, 9 and 34 % of the SEB,
respectively [96]. All media were sterilized in an auto-
clave for 20 min at 121 °C before using.
Substrate-based induction conditions
For RNA sequencing (RNA-seq) and quantitative reverse-
transcription PCR (RT-qPCR) experiments, T. reesei and
A. niger spores were first cultivated in potato dextrose agar
plate for 7-10 days at 29°C and 30°C, respectively, and har-
vested by adding 1 mL of sterile distilled water. The spore
suspensions were inoculated to a final concentration of 1
× 106 spores per 30 mL of BCM culture in 250 mL flasks.
T. reesei and A. niger spores were grown on BCM with 1%
fructose (w/v) as the carbon source at 29°C and 30°C,
respectively, for 24 hours (h) (A. niger) or 48 h (T. reesei)
in a rotary shaker with agitation of 200 rpm. After, the
mycelia were transferred to 0.5% SEB (w/v) as the carbon
source for 6, 12 and 24 h, and to 1% fructose (w/v) for 24
h for the RNA-seq experiment and 6, 12 and 24 h for the
RT-qPCR. The RNA-seq and RT-qPCR experiments
were carried out in duplicate and triplicate, respect-
ively. Fructose was used as control condition in all ex-
periments because it is an inert sugar, which neither
induces nor suppresses overall expression of lignocellu-
lolytic enzymes [102]. For the growth of T. reesei, the
cultures were maintained in constant light, as this influ-
ences positively cellulase gene expression [103]. Mycelia
were harvested by filtration through Whatman grade 1
filters (GE Healthcare, Grandview Blvd. Waukesha, WI,
USA), washed thoroughly with sterile water and imme-
diately ground into powder in liquid nitrogen. Aliquots
of 100 mg ground mycelia were harvested and kept at
-80 °C until the RNA extraction.
RNA extraction and RNA-seq
Total RNA from aliquots was extracted using the RNeasy
Plant Mini kit (Qiagen) according to manufacturer’s
instructions. RNA concentration was determined in a
Nanodrop 2100c (Thermo Fisher Scientific, Waltham,
MA, USA) and the integrity was evaluated in a 2100
Bioanalyzer (Agilent Technologies, Santa Clara, CA,
USA) using the Agilent RNA 6000 Nano kit (Agilent
Technologies, Santa Clara, CA, USA). Total RNA from
two biological replicates per condition (SEB or fructose)
from both fungi was used as input for the TruSeq RNA
Sample Prep v2 kit (Illumina, San Diego, CA, USA) and
the libraries were sequenced at the USC Epigenome
Center (CA, USA) using the Illumina® HiSeq2000 system,
producing single-end reads of 50 bp.
RNA-seq analysis
More than 30 million 50 bp single-end reads were
obtained for both fungi after sequencing. First, these
reads were size-filtered (minimum of 40 bp) and selected
by quality (Q > 20) by AlienTrimmer software [104].
Filtered reads were mapped to the T. reesei RUT-C30
v1.0 genome available in the JGI Genome Portal (9,852
gene models, [105, 106]) and to A. niger CBS 513.88
genome from Aspergillus Genome Database AspGD
(14,165 gene models, [62, 107]), using TopHat2 [108].
Saturation of exon-exon junctions at different sub-
sampling fractions of the total number of reads was
assessed to verify proper sequencing coverage, using
RseQC [109]. Mapped reads were counted with the fea-
tureCounts function from the Rsubread v1.12.6 package
[110] in R v3.0.2 [111]. Read counts were normalized
using TMM [112]. Differentially expressed genes (DEGs)
were identified with NOISeqBIO v2.8.0 [113] with the
following parameters k = 0.5, nclust = 15, r = 20, lc = 1,
filter = 1, cpm = 1; in order to minimize false positives
and false negatives, the threshold value for significance q
= 0. 95 was used, which is equivalent to a FDR cutoff of
0.05. Only DEGs with two-fold change cutoff (SEB versus
fructose) were considered, i.e., log2-fold change ≥ 1 (up-
regulated) or ≤ - 1 (downregulated). RPKM values were
computed after TMM normalization for comparison and
visualization of the transcriptional profiles of both fungi.
Further, upregulated genes were grouped into different
categories according to functional information. CAZymes
categories includes all GH, CE, PL, AA genes predicted by
CAZy [53], but also available at the JGI and AspGD data-
bases, only excluding the CE10 family that has been asso-
ciated with non-carbohydrate substrates hydrolysis.
Glycosyl transferases (GTs) were also removed from con-
sideration as they work on fungal cell wall remodeling.
Additionally, CAZymes and their annotations were
retrieved from Benoit et al. [114] for A. niger and Häkkinen
et al. [43] for T. reesei. Genes encoding CAZymes
Borin et al. BMC Genomics _#####################_ Page 16 of 21
    
131
predicted by the dbCAN pipeline [115] (parameters:
e-value < 1.00E-17; coverage > 0.45), but not found in JGI,
AspGD database or in the previously mentioned publica-
tions, were included as well and labeled as putative
CAZymes. Putative sugar transporter proteins (mainly,
MFS and ABC transporters) were labeled as “transporters”
and those related to ion, amino acids and drugs as “other
transporters”. The number of transmembrane helices was
assessed by the TMHMM Server v2.0 [116]. Transcription
factors were annotated following Pel et al. [62] and the
Schmoll et al. [71] for A. niger and T. reesei, respectively.
New candidate transcription factors were identified follow-
ing the strategy proposed in Perez-Rodriguez et al. [117],
with a set of updated classification rules (Renato Santos et
al., unpublished results). For genes encoding proteins with
no functional annotation in the JGI or AspGD data-
bases, PFAM domains were searched using Motif
Search tool [118]. The peptide signal was predicted by
SignalP v4.1 [119] and it was considered as proteins of
unknown function the ones containing PFAM domains
with e-value > 1.00E-10.
Gene Ontology (GO) annotation was obtained from
JGI and AspGD and the enrichment analysis was per-
formed with the Cytoscape’s plugin BINGO 3.0.2, using
the hypergeometric test and adjusting p-values for mul-
tiple testing with the Benjamini & Hochberg's false dis-
covery rate (FDR) method (p ≤ 0.05). Orthologues
between T. reesei and A. niger were predicted by apply-
ing the OrthoMCL pipeline [120]. Briefly, protein se-
quences were downloaded from JGI and AspGD
databases, respectively. The all-vs-all BLAST similarity
search was performed keeping hits with e-value ≤ 10-5.
Orthologues identification groups was carried out with
an inflation value of 1.5 (parameter of cluster tightness)
[120] and a homology percent match threshold of 60%.
RT-qPCR analysis of selected genes
After RNA-seq analysis, 9 DEGs from each fungal that
were among the most upregulated genes, including
CAZymes, transporters and other genes of interest
were chosen for validation by RT-qPCR. Briefly, ex-
tracted RNA was treated with TURBO DNA-free kit
(Applied Biosystems, Life Technologies) for depletion
of any residual genomic DNA. SuperScript™ II Reverse
Transcriptase (Invitrogen, Life Technologies) was used
to synthesize cDNA from 400 ng of total RNA according
to the manufacturer’s instructions. Specific primers for
each transcript were designed to amplify a fragment
between 80 bp and 150 bp (Additional file 22), a first
round of end-point PCR was performed with these
primers and the products were separated by agarose gel
electrophoresis and purified with PureLink Quick Gel
Extraction kit (Invitrogen, Life Technologies). Purified
PCR products were sequenced in 3500xL Genetic
Analyzer (Applied Biosystems, Life Technologies), using
BigDye® Terminator v3.1 Cycle Sequencing (Applied
Biosystems, Life Technologies) to confirm the amplicon
sequences identity. The amplicons were subjected to a
10-fold serial dilution (from 10-1 to 10-8) and used to
construct a standard curve. Real-time PCR reactions
were performed along with the five best points of the
standard curve and the cDNA samples from the experi-
ments (see above), to keep the same conditions for
standards and experimental samples (relative standard
curve method). The reactions were performed with 1.0
μL of cDNA or point dilution, 5.0 μL of SYBR® Green
PCR Master Mix (Applied Biosystems, Life Technolo-
gies) and 2 pmol of each primer, in a final volume of 10
μL. All RT-qPCR reactions were carried out in ViiA 7
Real Time PCR system (Applied Biosystems, Life Tech-
nologies) using the following amplification conditions:
activation for 10 minutes at 95°C followed by 40 cycles
of denaturation (15 seconds at 95°C), annealing and
extension (1 minute at 60°C). Act and sar1 genes were
chosen for data normalization of T. reesei and A. niger
gene expression, respectively [121, 122]. Only primer
pairs with amplification efficiencies ≥ 85% and correl-
ation coefficient (r2) ≥ 0.99 were considered for ana-
lysis. Data acquisition and melting curve analysis were
performed in ViiA RUO software (Applied Biosystems,
Life Technologies).
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ANEXO 2. Tabela com a lista dos domínios utilizados nesse projeto e seu respectivo número no 
Pfam. Os domínios que não possuem número Pfam são os domínios in house retirados do 
PlnTFDB. 
 


















































































































































































































ANEXO 3. Lista dos 427 pares de oligos (forward, FW e reverse, RV) sintetizados e que foram 




Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
10024 FT AGCATGCAGTATCCTCTGCCAAC TCCAAGGGCTCAAACAGAGTGC 
100508 FT AGCCAGCTCTCGATGATTCC GCGTTTCAGGTCATGGTTACG 
100921 FT GAAGCGGTATCGGACCAACA AGTTCCTCACGATCTTCCGTTGT 
101004 FT TGCTTTACGGCATGGAAAACT TGGTGATGAGGGCCATTATGT 
101064 FT TGGCTTCAGTTTGACGAGGATGC GCGTCATGTTTGTGGAAGCTCTTG 
101472 FT CACCTCGGACTTTGGTTTCATC GGATATTTCGAGGAGTCTGTTGAGA 
102019 FT TGGCTGATACATGGCGAGAAACC TGGCCTGATTACCTTTGGCCTTG 
10314 FT CGCAAGGACAACCACAAAGAAGTG TCCTTGAGCTGGGTGATGAAGC 
103141 FT ACGCAAATGCACAACTTCACA TGCACAACGAGCGAGATGAT 
103219 FT AAGGCGGCGTCAAGTACGTATG AATGCGGACCGTCGATGTAATG 
10343 FT ACGTGCTGAATCTGGCGTACT CCTCAAACTCGCGATCATCA 
103648 FT CGGATTACTCGTGGCTTCTCA TCTGCGGAATGATCGTTGAC 
104197 FT GGCTGGTGGATGTCAGTAAGG CACTAGCAACGCTCTGCTCAA 
104702 FT TGCTGCGTGATGTGACTGAA GAGCAATCCCCACAAACGAA 
105117 FT GCAGACTCGTCTCCGACAGAT TCGATGTCGTAGCGGTAGTCA 
105194 FT TCGTGCCCAAGTCGATCAA TGTTGGAGATGTGCTGGCA 
10530 FT CGGTCTGCTCCCAAATGCT GGCCGATTTGCTTCTGACA 
105484 FT AGGCAGAGGACACCAATGGT ATTGCCAGTCCTCCGTCTTG 
106621 FT CAGCGCTAGGAACGGTATCTC GCGGGATCTTCCTCGTCTATC 
106999 FT GCCGTTCAGGACTCCATCAT GCGTCCGACACCTTGTCTTT 
109517 FT ATCAAGTGCGACCGGAATTC GCGTTCCTGGAGATCTTGGTT 
111209 FT TTCAGCAGCAGCATCCTACACT CGACATTTGCGCAGAGAAAA 
112144 FT TTGACGGGCACTCAGGTTCT CACGCCTGGATGAGATTCTTG 
112571 FT TGCCGGACTCGACTCATCTAG GGCTGGACAAAGTATGGAAACG 
11982 FT TCGCGACTGGGATCGAAA CTGCCAAAAGGTACATGGTTTG 
122363 FT TACCAGTACGGCAAGCAACTGG TAGAGGCGAACCTCGTCAGATG 
122485 FT ATCATGCAGCAGTGGCAAGTCG ATCGGCCGGGTAAGGATGGTTATG 
123186 FT TCTGCCAAACATCCACCAGAACC AATTCTTGGCTGGAGCCCTTGC 
123189 FT GCGACAAGAAGAAGCGGTCAAAG TGGACCTGCTTGAGGACCTTGTAG 
123975 FT AACGACACAGTGGCCATGAAGC AATCGCTGAGCCTTTCGCTCAC 
125235 FT AAAGAGCTCCGGCGGTAAGA TGGGTGTTTTGCTTGAGGAAA 
125274 FT AGGAGAGCAATCACCAAACAACA CTCTGGAGGTGGTTGGATGAC 
126097 FT ACGAAACCAGGCGACCATTACG GCTTCGGAAATGGAACGACACG 
126367 FT TTACGCTCGACGATGCTGATGTC CGGCGAATCGAAATTGAGCAAGG 
12783 FT CGGTGCTCATTCACGACATTGC TAGGGCACCATGAAGTCGTCAC 
128194 FT CCTTTCACCACTTACACCGATCT CTGGCAATATCTTGAGGAAATCGT 
128266 FT ATCCACAACTGGCACAGAAGCC CCCGTCCATCCTTGACAAATCATC 
128357 FT CAAGCCCTCGTACAGCCAAA TCCTCGTAAAAGGCGTCAAAG 
128561 FT ACCTGCTACGCCATTGACAAA GTTGCCGAGACCTGGAATGA 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
12900 FT CCGGGCTTGAGAACACCTT CAATGTAGTCGGCGAGAATGG 
129106 FT TCATCCCAAAGCTCCGAATT CTTGATCCGCATGGAAAAGTTC 
129117 FT GCGCAGGGCAAAGTTTTAAT GGTGCACTTGTCCGGTGAGTA 
12931 FT CGTACCCTCGTCTGATTAATTATGG TTGTGCGGACCTGTATCTCATC 
129671 FT GAGCGTATGCCGACAATCG CATGGCTGTTGGAGCATTCA 
129710 FT GCTCTACGCACGCATTCAAAG TATGTTCTCAAAGAGACCCAGCAA 
131629 FT ATGACCTATCGCTGCCCAAAGC GCGGTGGCAATATTTCGCTGAC 
131906 FT TGCGAGGAGATAGCGAAACCTG TGTTGATGTTGACCGGCTTGGAG 
132231 FT ATGGGAAGCTCTACACGACGAC CATCTCTCGCCTCTTGAGATTGAG 
132245 FT TGGGCAAGACATGCGAGTATGC AGCAGCACTGATGCCTGTGAAG 
132448 FT TGCTCACAAGGTCACGAATGA AGGTCAAACGCAATGGTTGTC 
132548 FT TGTGTCGACTCCTTCTACCG CTTGCCGACATCGATAAAGA 
13275 FT GCCAAATTACGTGCCAATTA GTCACACCGGGTCTTCTTC 
132920 FT GGGCCGGTTATGAGTGACAA AAGATGCTGCCCGCTCATC 
133005 FT GCTACATAGGCATCTGCGAA TATTGCGTCTCCGAAGTGTC 
133109 FT CGAGGACAGACGTTGATGAT AGAAGCCAGCCAGTCAAAGT 
133387 FT CATTGAAAGCAGGCTCGATA GGGATAAGAACAGCCCTTCA 
133710 FT AAGAGGGAGGAGCAGTTGCA TCGGCATCAATAAGCCAGTTG 
133808 FT ATCCTGCGACTTCTGTGTTCAA CATCGTTGCGTAAGCTTCGA 
134073 FT ACCTACTGTGAGAAGCCGCCTAAC TGTATGGTGGCCTTGGCTGTTC 
134241 FT CTCTGGGACACCGTTTGCA TACCATGCCATACAGCGTCTCT 
134352 FT CCGAGGATGAAGCAAGGACTTTGG TGGCAAGCTCGAGGATGGAATG 
134848 FT AGTGGATGCCTTTGTGCACAT TTGGCCAGTTCAGCAAAGAA 
134910 FT CCCTCACATCGCCGTTACC GAGTAAGGCGGCATCGTCTT 
135234 FT AGGAGAGCGCAGTCTTACTGGTA TAGGGATTCGCCCCATTCT 
135291 FT GAGGTCAGATGCTCTTGCTAAGC GACTGCGATTGAGGCGTCTT 
135338 FT TCAGCTTGCAGGATATGCGATG TGGCGTGCATAAGGAATTCATGG 
135928 FT GGAGGGAATCTTCTCCGATCTC GGCACGCTGTACCAGTAAAAGAC 
136034 FT TCATGCAGAAAGTGGACCATCCC TGAGAAGTCGATCGTCCCAGTC 
136211 FT GGGATTCCATAGGCCAATGG CAATCTCTCGGCGGCTGATA 
136493 FT ACAACCACGAGCACAAGATGTC GGGCCGTTGCTGTACAAAGT 
136533 FT AAAGCCAGCAATGGCGCAACTC ATCTGCAGGTGTAGCAGCCTGTTC 
136548 FT TGTCGAATCCGTCGTGTCAAGTG GGTCCAGTCGTGTGCAATTGTTG 
136656 FT TCATGAGTCTCAGCAACCTCGTG TCGGTTGAGGCGCTCAATCATC 
137680 FT CGTGCAGCAGAGCCGACTA AACGTCATAGGACGAGTGGTTGT 
137695 FT ACTCCAAGCGGGTAATCCTAGC AGATTGGTGAGGCCGATCTGTTG 
137718 FT AAGTTACGGTGCAATGTCGTTCAG CGTGTTTGGATCGCTTGCCAATG 
137893 FT ACGACGGGACCTTCTTAAAGCTG CGGGCTTGTCGTTATCGTCTTC 
138343 FT GACCTCAACCAAACGCAATTC CGCTCTAAGCTGCCTTCGAT 
138889 FT AAGTCAGGGCGGAAACTACACG CCAGGAGCCTGGATAATCTCATTG 
139021 FT TGGATCTGAGCAGAAGATTTGC CTGTGCACCTCCATGTGGAA 
139402 FT ACTTTACAGCCATGCGAAGGAG CCCGATTGTCGCGTTGATGATG 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
139776 FT TATTCCGTCGATGGCGCTCAAG TCGGTTTCGCTCAGCAATGGAG 
140778 FT TCACGCAATGAAGACGCATCAGG AATGGCGTCAACAAGAGGCTCCAG 
140849 FT ACCCAATCGGCACCAGTTC CCGTTGTGGCTATAGATGAGGTT 
141332 FT AGCTTCGCAACAAGGTCTCAGC TTCGGCTTCAAGCTGCGTAATG 
141391 FT CGCTAACACCACCAGAAAGAGGTC ATCGAGATGCTGTGTCGGAACG 
142056 FT CATATGAACGGCATGGCGCAAC TGGCGCTCCTCATTTCATTAGC 
143150 FT CTCGATCCGATCTATGGCTT ACTTCGGCAGTGTCAGATTG 
23164 FT CGTGTCACCATCGTTCAAGAGG GTCTGGAGACTTCTGCAAAGCG 
23425 FT CAGCCGCGACTGACATTGAAAC AGAAGCGTCTGAAAGGGTTCGG 
24298 FT CAATGCCAAAATAGCCAAGGAA GGACGTCATGGCGAAGAGAA 
24736 FT TGCCCAGTCTGCCCAATCAAAC TGCGACAATGTTGTGGTTGCTG 
24974 FT CCGGGCTCCTTACAAACGA AGGTTGTGGTGCCGAGTAAACT 
25036 FT GCGGTTGAGCCTCCTCTTG TGCGCTGCTAGACTCATCGT 
25213 FT TGTCCAGCTCGGCATTGACTTC ACCTCTTATGAGCGGCCATGTTG 
25292 FT TTTATCGCCTCCCTCAAGCGCAAG AGGGATTCTGGAGATGTGGTCTGG 
25412 FT ACATGAAGAAGGCGCAGGTTCC CTTCTTCTTACACTTGCCGCACTC 
25762 FT CTACCACTTCCTCCCCATCATC AAGGCTTCAGCATACTGGTCATATT 
25786 FT GACCCTGTTTGACTGGGAATCAC GCTTCCAAGTTGGTGGCTCTTTG 
26243 FT TCTGGATCTGTCCAAATGGTGGTG TCTTTCGTCTTGAGCACGAACCC 
26508 FT TTGGCCAGATGGAGGTCAAGTC TAGAGTACAGACCGAGTGAAGCTC 
26770 FT TACCTGCCTTCTCCGAATTCA CTGGGCTTTGCTGGGACAT 
32395 FT AAGGACTTGGTGGCCATGGTTG TTTGCTTCTCTCGCCGCTCTTG 
33597 FT ATGATCTTCGGAGACGAGAACTGG TGCTCAAGACGCGTCAGCAATC 
33789 FT ATCGAGTCGGCCGCTATTTAGG GCATTGCCGTGACGTTGATGTG 
34476 FT CAAAGTCAGTCCCGTTGCTA CGAGCTCACCACTTCTGTGT 
34850 FT AGAGCTCGGCATTCATCAGAA TCATCGTCTTGAATGGCGTATG 
35555 FT GGATACTCCTCCCCGTCCTTT GTCTGAAGGAAGGCCATCCA 
36251 FT CCCCAAGTCAATCATCACAAGA CCAGCAGCAACAGTGTTTTCA 
36511 FT CCTCAGAGGGAGACTCAGAAGAAC TGAGCCTCTTGTGGCGATTGTG 
36926 FT TGCCTGTTACCAGCATCACCAATC TGAGCTTCTGCCTTGGCATCTG 
37164 FT AACACACCGGCTACCAATGG TCGTCAAACTTGGAATCTGCAT 
37769 FT GCGAGGAGTTTGCTACACAA CGATACTGATGGCTTGATGG 
37839 FT TGCAGTCCAGGAGCGAAAGT CTTTTGGCCCATTGATCGAT 
38522 FT AGATTGCGCCTGTGTCTGGATG TTGCGTCTGGCGACAAAGGATG 
38963 FT TGGATCAATTCAGTCTGCTCCAAG CTTTCCAAAGCTTGCCGGGTTC 
39947 FT CAACTTCGGCTCATGACCAA AAGACAAAAGGTTGCCGTTCA 
39977 FT CATTTTGTGCACTTGTGGTCACT TGGGAGAGTTGGAAGCAGTTG 
41630 FT AAGACGCATCGCGACATTCACC TGTGGCGTCGTATGTGAGTCTTG 
43491 FT TATTGGCTGGCCCTGAACAC TACTGCACCCCATGCCCTAT 
53248 FT ACTGAACGATGTCGTCCTGTTGC ATCGAATCCGCCATGTCGTGTC 
53472 FT TTCCGCCAGACATGGAAGTATCG CTATACCATACGATGGCCCAGGTG 
54101 FT GCGAGGCTCTTCTTCAACCA GAAGGCAGCGATAACGGAGAT 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
58302 FT AGCGCACACTCAGTCACCAA CGTCCTCCAAGGGCTTGAA 
60093 FT GATTGGGAGGCATGCAAGAAGGAC AGCAAGAGCACTGCGCTGAATG 
6145 FT CAGAAGAAGCACAAGTGCAAGGT CGTCGCAGGTTGGAGACAA 
63412 FT GCCTTTACGGATCCCAATTACA CCGACTCCCTGCATATCTGTCT 
64897 FT CAGCCGAATGATGACCGATA CCAAAGCAATCCACGTCAAA 
6520 FT AGGCATCACCGGAATCTTCATGC GGGCGACAAATGTGTTTGGCAAG 
67125 FT GCTTGCCATATACTTGGCATCGG TCCTCACAGCAAGCCCATTGAG 
67471 FT GTGGAGGACCACCGAAACAA CTACAGGGCAACGGCATGT 
67733 FT TCCTGGAAAAGTATACGCAGTTGTC TCATCCGTTCCTGGAGATCCT 
67752 FT TTGATACGCCCAATGCCAGCAG TTTCATCATCCACGGGCAGGTC 
68511 FT AGCAGCGACGAGATTATTGAATCC GGCCTGTTTGGCCTTCATTTCC 
68909 FT TACGGTGGGCTAAACAGACTGG TCAGTGTTGACGCTGTGGCTTC 
69215 FT GGAGAACAGGACACTGGAGGAT GCTTTCGGAAATGCAGAATTG 
69443 FT TCAACCTCTCCTCCATGCTGTA CCTCGTAGATGGCATGTGTCA 
69545 FT CCAAACAACCCGCTTCAACATATC GTTTGAATCGAGCCAGCCACTC 
69708 FT AGAGGATGGCCGAGCAAGATATG AGGCGCTCTCCATGTTGAAGTG 
69766 FT GAGGACCTGCAGAACAAGGT AAGATGTCAGCCTCGGTGAT 
70016 FT TGCCGAGCGGGAAATTATCGTG TTCGGCTCGAGATTTCGCTGTG 
70378 FT CCCTTAGCGGCAAGACTCCTA TCATCGTATATGGTGGCTGAGATAC 
70641 FT TAGAGACCTGGCCGATTTGGAG TGGATCACGTATTCCCGAAGCG 
72994 FT CCTCTCTTCCAAGACCTTGATCGC TTGCAGACACGATCGGCAAAG 
73414 FT AAACGAACTGCCACCAAGGA TGTCGTTCTGTCTTCGGTTCTG 
75242 FT TCTGCAGAGGCACATCAATGACC TAATCGCACCCAACGACAGAGC 
75696 FT TGAACTCGCTCTTTCCATCCA CCATCAGCAGATGCAGCAAT 
75872 FT CTGGCGGGAAAGGACAGAA ATTGTGTGCGAACAGCCTCAT 
75915 FT GCAGAGCACTGGGTCATCTA GCGAATAGGGACCTGTGAAT 
76239 FT GGCCAGAATCTTGCCTAGTGA CGGTAGAGGCAGAAGCAGAGA 
76250 FT GTCTCGTTCCGTCCAGGAAATC AGTGGGAGACTTGATGGTTGGG 
76382 FT ATCACGTCGTGCTTGACCAA GATGCGGTGTTTGATGATGAA 
76418 FT CCATCCCCCCATCTCCTTTA ACATGTACGCTTCGGATTCCA 
76432 FT TGTCTGGTGGTTCGTGGTGATTC ACGCTCAGGATACATGGCTTGTC 
76518 FT TTGCTGGAGACGAGGCTGAT CGCGAGAGCATAGATGGCATA 
76540 FT TGGGATGGATGGAAGCCAAACC AGCTGACAGAAGCCACATACGC 
76687 FT GAGAGGCGAGCCAGTACATCA GTGCAATGCTGTCGCAAAAC 
77001 FT GAACATGTCCTTCGCCTAGCA GGTCAGCTTCTCCGCCATAA 
77124 FT CGGATAGAGGAGCTTGAGCAA GGCCCGAGGTGAGTATGAGAT 
77495 FT ACTCGTACTGCGAAGTCTACTCAC TCTCACTGGGCGAAATCGTGTC 
77614 FT TGGTCCATGACAGATGGACAAGC TCTCGCCAAGATACTCCAGAGTCG 
78459 FT AGGGTGAAGCCGTACCTCATC GAGCAAGCATGACGACATATTCC 
78476 FT TCAGCAACTGCCAGCATTCGAC TTGATGTGAGCGGACCGAGACTTG 
78541 FT TGGTGGAAATTGCCAAGCTACTCG TTGAGGTCGTGGACAGTGTCTG 
78691 FT ATTGGGACTACGCCATCACCTG ATGTCGCGTCTCGCATCTATGG 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
79489 FT GTAAACAGCGCAGAGTCAAGTGC ATCAAACCTGCTTCACGGCAAC 
79514 FT AAGCGTCACAAGCAAACGTTCC TGCGGTGGTTGTTGAGGTTGTC 
81935 FT AGCTTGTCGAAGCCAAGAGACC CGCTTTAGCAACGCGAAGAAGC 
81999 FT ACAAAGTGCGACGGTGAGTTCC GGACTCCAGCTGTGCAAACAAG 
83057 FT CCATCATTGCGGTTACGGCATAC CATCAATTCCTGCGGCCTTTGC 
83145 FT GTCAAGGCGGGTGTCAACTATG GCGCACACTCGAAATTACACAAAG 
83240 FT ATCTGCCTTGACCGTTCACCAG GCTGCTGTCACTAAACGGCTTG 
83594 FT GCTAGACGAGTACATGCTCCAGAA TGTCGGTGATGTCAAAGTAGACAA 
83972 FT ACACCCATTGCCGTTGGTAAGG CAACGTCTGCGCTCTTTGTGAC 
84143 FT CAACTGCCGCAACTCAAAGGTC TGTCCAACTTGGCGCATCTCTG 
84735 FT TACCCGGCCAAAGCAATACGTC AGAAGCATCGAGGTGTCTCCAG 
8492 FT TCGGGAACAGAAGCTGAAGAAGC TCACCAAGAGAAGAGGGATCCAG 
85090 FT CTTCGGATCAGCTTTGTGAA TGAGCCTTGATTGGAAGATG 
85465 FT CTTTCCAAGGCGGTGTTTTC TTGCTTGAGGTGCGATTCG 
87449 FT AAACGGCCTCGTGGACAATCTC TTCAGGGCCGACATGACAATGG 
87490 FT ATGGTGAGGCAGGCAGAAATGC ACTGTTGCCTGGCGGAATAGAC 
87882 FT TCTACGCAAAGGCAAACAAC GGTGATCCAGAAGACGACCT 
88074 FT CGCCGTCTTCATCTTTGGCAAC GGGCCACCATGGTATTGGTATCTG 
88425 FT TGTTTCAAGATCTCAGCCCTTCCC TGCATACGCGAGTTGTGAAGTAG 
89588 FT GCAGGCCTATCCAAGCCCAATATC ATCCTCTGGACCTGTCACTTCG 
90417 FT AAGAGAGCCAGAGGCTGGTAAC TATCTCTCGCGGCACTGCTTTG 
90629 FT ACTTGCTGCCGACTGTTCA AATCTGCATCGCCGATTGC 
91554 FT CATGGATTGCCCCTCTGATG CCCGTGCAGATTGGCTATG 
92206 FT GCTCCAGCAAGAGTCCTTTGTCAG GCAGCGGAAGATGTTTGCTGTG 
92448 FT CAGCTGCAAGCTAAGGGACATC GGACACCTGCAGCGATACATTC 
92664 FT GTTCTGCAACAGAGCCTTCAGC AAGGACGCTCCTTTGTGTGTG 
92670 FT GGCAGAATTCCATTCGCCACAATC TGCATTCCGCACCATCTCATCG 
92679 FT AAGATCCGGTGCGATCAGAAGG AGATCGACGATGTTGCGATAGCC 
92887 FT TTCGTTATGCCGACCACCTT GGCATTGCCAAGCACGTAGT 
92923 FT ACCACTTACACTGACGGCCAAC ACAGCCACTTGGGCAGTTCTTC 
93207 FT GCGCTGCTCAAGAGCATGATTC TCAATCGAGGCCTGTAAGATGGC 
93233 FT ACCCTCAGCCCATGGCATTTAC GCCTGGATTTGCACCATGCTAAAG 
93886 FT GTCCCGAACTGCCTGCATT ACAGTAACCGCAGAACCCAAA 
93981 FT AGATGACGCAGAAAGCCAGGTC TGCCAATGTGCAAGTCCTTTGTC 
94364 FT AAACACCGACTTTCAGGCTCAGG GTCAGACATGAAATCCAGGTTGGG 
94420 FT AGCTTACACCGGAACTCATTGCC CTTGAGCTGCTGCACAAACGAC 
95422 FT ATTAGGGAGCCCGAGAACCTGATG TCCGTCATCTCACGCTCAATGC 
9579 FT GGGACGCAAACAAGTGTCTA TTCGACTTGAACGACTCCTG 
95791 FT AACGCCGAGACGCTCTATGAAC ACGTGAACACGGATGTGGGAAG 
96242 FT TCAAGCAACAGAGCGCACTCAC TTTGCCGCATATGTCGCACCTC 
96554 FT AGATCCTCAAGGACCTCATTGCC ACTGCGTACGTACACTGCTTCAC 
97001 FT ATGCGACATGCCCTGTCAGAAC ATGAGCCACCTTGCAACACCTC 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
97200 FT ACCATGGGTAACTTTGGTGCAAGG TCTGCTGTCGTTGCGTGGATTG 
5706 FT CATCAGCGTCGTCCCTTACA GACGTGGCCCCAGAAGAAT 
7117 FT CGATTCTTCCAGGAGGTCTATCC GAGCATATCGTCGCATTGAAGAG 
7294 FT AGTTGCGTCTCGAGCTGTCA CAGTTTTGCTGTCAGTCCTGTCA 
9219 FT GTTCTCTCGGCAGCTTTTAAGG TCCCTCCAGGATGTGCATGT 
26638 FT CCCGCCATCAGCTATGAGA AGCGGAGAAGGTGAAATAGTCTGT 
37575 FT CTTCAACGGCTTGCACGAA ATTGCTTCAATCACCGTCGTAGT 
42274 FT GTCGCCCAGAGTCAAACGTT GGCTTCCCATTCTGTCCAGTAC 
52813 FT CTCGCATTCGGGAGCTAATG ATTTGTCGTGCCAGCATCAC 
67800 FT AGTGGGACAATGAGCCTGACTT TCCCGAGACAGCCCTTGAT 
67847 FT CTCCATCGACCTCGTCATAGC AGAAATGCGCGAACCATGTC 
68701 FT GCTCGACTCGATGGAAATGG GAAAAAGGGCGGATACAAGGT 
69988 FT ATGGCTGTGATCCATCCGTTA TCTCGAATTGCACCAGGCTAA 
70536 FT CTTGCCTTGCTCAGCGAAAC CACCTTTTGCGCGACATG 
71585 FT CGTCCAGCTGCGACAGTACAT ACGCCCTGCTCGTACAACTT 
74374 FT TCCTAGCATCTATCAGCGGAAGA CAGACAGCGGCAAACTTCTG 
74475 FT ATGGGCTACGATGCTGGAGTT GCGCATGATACCGGATCAG 
75680 FT ATGTCGAAGCGGGCAAGAG GATGGATTCGCCGCTGATTA 
76173 FT CTGCTGACGGCGTATGAGTGT CATGTTTCGTCTGGCATCGA 
76649 FT TCTTCTCATCCTTTGCCTATCTGA AGCCCTCGGTGATGGAATC 
77049 FT GCGGACAGTCTGGATGATGTC CGGGCGTCGAAACAGTAGA 
78051 FT AGACGCCGGAAACAAAAGTG AAGCTCGCCCCTTCCATCT 
78229 FT CGGACTTTTCGCTGCTGATC GTGCATAGTAGAGCGGCGGTAT 
79863 FT GCGGTGGATGGAAAGAGAAG GCTCGGCTGCCTCATTAAGA 
81339 FT CCGTCGCAAATCTCCTTTAGC CGAATGCGTCCTGGATGTG 
81380 FT GAGTGTCTCTTCGGCTGATGGT CCGTTGAGCTTGTGATAATGCT 
99896 FT CTGCGGATACCATCAGTGAC GGAGGGCTGGAGTCTAACTG 
97880 FT GTACTGGTCGTCCCTGGAGT AAGAAGTCGAGGACAAAGGC 
97324 FT TGAAGAAGGCCGCCAAGAT TCTTGTCGCCGTTGACGTT 
82581 FT TCAAGTGTGACCTGGAGAGG TGACGCTTCAGAAGGAAATG 
9127 FT CAAGTTTCGGAGCATCTTCA ATCATCCCTTCCTCCTCCTC 
56646 FT AAAGAAGTGCAACCGGAAA AGAGGTCCTTTGTCGACTGC 
23706 FT TCCCTACAAGTGCCCTCTTT GCAGGTAATGGAGGTGCAG 
82207 FT ACTCCAAGTCGGGCGAGAA GCGTTGCAGAGCGTCTTTG 
83051 FT GCAAGTGCTCAGACTCGTTCAG TCACGCTGTAGTCCGTCAACA 
83920 FT CCCTGGACCAACTAAGTCGATT CAGCAATGACAGAGTTGCAGAAG 
89568 FT GGTTCATCTAGCGGCTCTCACT TCCGTCTCGGTCACTCATCA 
90644 FT GCTCTGTGCAATGTTCCACTCT ACGTTCCGAACCGCTTTGT 
91236 FT CGAAAAGGCGTGGTTCTATCTG TATGCCCTCCCAATGACAAAG 
91287 FT CGCTCTTCATCATATTGCATCAAC GATCTATCGAGTCGGCAAAGGA 
91798 FT GTACTACGGCTTTGCCATTGG CTCTTGCTCGAAGGCTTGTTG 
91927 FT CGCCCAGATGATGCAAAGA TTGAAGCAGTCGTCGGAACA 
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93160 FT AGGGTTCCCTTGCGGAGTA CGCTGTTCCCTTTCGATCAA 
93216 FT CGCTATCATCAACCTCATCATCTC CGCAGCGGTTCTTTTTCGT 
95080 FT AGTTTGATCTTTGCCCCAACTG CGAGCAGGCGTAGGATTTCT 
95750 FT CGCCGGAAGCAGAAGTGTAA AGAGTCAGAAGCGAGGCTCTGT 
96150 FT ACCTGGCTGACGTGCTTCTT TCCATACGAGGTGGCAAAAGT 
96562 FT AACGCTTCAACCCGCAGAT TTGCACCGCAGAGGACAAT 
97050 FT AATCGCAGGAAGATGGAAATTG CTTCAACCACTTCTGCTCCAAA 
97256 FT TGCCTGCCACTAGCCCTAA CCCACCATGCAGACACATGT 
97398 FT CTCGGAACCATTCGTTTTCAC AGACAAAGGCGGCGTCTTC 
98248 FT ACGTTGCGTCCCTGGAAA TGGTCACTGCCGTCGTTAAA 
98754 FT GCTTGCCAGAGGTCATTTCG CCATGCTCATCTGCCAAAAGT 
98900 FT CCCCCCAAATCCCAATACC ACATGGAGGGCGGTTTATATACG 
99336 FT AACGGGAAGTGAGCGACATG CGTCTTGGTCTTCTTCGTAAGGA 
99728 FT TTCCCTATCATCACGATGTCATG GGCGAATTTGGGCAAGAAT 
130894 FT GCTCCGTGGGTCATACATAACC AAACTGGGTCGAGTAGTGGTAGTGA 
141094 FT TGTCGCTACGAGCACCCTAA AGACGTCAGGTCCTTCTCAATGA 
98788 FT GCTTGTGACCAGTGCAACCA CCAAGGCCGAATTCTATACAATG 
142081 FT GCGACGCAAACGTGTACTTC GGTTTAGGCGCTGCATGTG 
141402 FT AATGATTGGACTGCACCGTA GGCATGTTGGTCTTGATGTC 
141251 FT CGGATCTGCACTGCAAACG GTCTCGCTTCGCCGACTTT 
140814 FT TCGACTCCGCCTTGTTTCC GCCACGTCAGGTTCTCCATT 
137894 FT GCATGTCCGCTGAGCTGAA AGGGAGGTTGCCGAACTTG 
128619 FT GTGCAAAGACGGAAGATGAA GACGAGGATCAGGTTGGTCT 
121781 FT TTGATCCGCTGTCGAAGCT ACCGGCTTCTCCAAATCCTT 
110465 FT CACGATCTTCGGTGGAAACC TCCGAGGTGTGCTTGTCGTA 
109343 FT GTATTGCCGTGGCGACAAT AAGGCTTGCTTCCCATCGT 
107102 FT CGGATCTGTCCTGTGCAATG GGAATCCGTGCTGTTGCTTT 
103763 FT GCCGCAGACACACGCTAAA CGTCGCAACGGATTTTGC 
103464 FT TGTCACAGACGCCACCAAAC GCTTTGCCTCATCGCACTTC 
103144 FT CTGCGGAGAAATGGGACAA CTCCAGGGCCACAATGAAA 
98455 FT CTCAACAATCGGCCCATCAC CCGCACATTTGCGTTGAA 
76558 FT GCGTCTAAGTGTCGGCAGAA TGATGTTGGGGTCGTTGCA 
125434 FT CACAAGGCGGACACTATGGT AGGTGGCTGATGGTTTGCT 
11035 FT ATGCCAACACCAAGCGTCT TGGGTTGTCCAAGCGGAAA 
67839 FT CGTCAGCGCTCTCTATGTTC TAATCGCAAACGTCTGAAGC 
73370 FT CCGTCCTCGTCTTTGCAATC TGCAAGCAACCTGCTCTTCA 
89214 FT TCGACCAACAACCCGTACAA CGTCGCCTTACTCTGGTGATAGA 
36127 FT GTTGATCGGCGACTTGAACA TGCCTATGGCGATGCTTCT 
102288 OTR GCCCATCATGAAGACAGATCTG GGCCAAGGTCGGTTCTTTCT 
103865 OTR TGAGGGAAAGTCTCACCTCTACC TCCTCAGAAGCCTCGAGATACG 
104494 OTR GTCATCACATCCCTCTCCAAGAG CTTTATCTGCTGACTGTACTCCTTCTG 
104757 OTR CTCCCGTTCCAAAAACTTCACT ATTTGTGCGGACTGAACGTTAGA 
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107265 OTR CATTGCCGAACCCCTGTCT CGGTCAAGAGTGTTGATGATGTC 
10786 OTR GCCCTCACTGTTCCAAGTATGC TCAACCTTGCCCATGATGTATCC 
10796 OTR AATGTCGAAGTCCCAGCTATGC GAAGCTTTCCGCTCCGTCTA 
11317 OTR CGTAAGCCGACGGACAAGAA CGTTATCGTGGCGTCAATCA 
117827 OTR TGGAAGGCCCTCAAC CGATGAGTCCTCCTCCTGAT 
12291 OTR GGATCCTTTCCGTACCGTGAA CCGCCCTTGACAAGTCTACTG 
123634 OTR TCACAAAGGTCGATCGCTCC CCAATCTTCTTGCCGAGCTC 
12364 OTR GTTTGTCAACATCCGCCGTTCG TCCGATTTGCTGGTGGGTTTGAG 
126217 OTR TTGACCTGTTTGTCGCCATGTG TGGGAGAGCGGTTGTTGGTAAC 
126249 OTR TTGCTCATAGCAACGGCTCCAG TGAGTCTCCTTGGCCATTCGTG 
126451 OTR GCGAGGACACCATCATGACTAG CGGCATCGGTGTAGAGGTTT 
127151 OTR ATCATCGCCGCCAGCTTTA ACCGTTTGGCGTCATGCTA 
127749 OTR AACACGCACTCACGTCTACTTCTT GGAACCAGTCGTGGAACTCTTG 
128336 OTR TGCCCTTGTCCTTGAGGGTTTC AGCTGCCCGTTGATTTAGAACG 
128422 OTR CGCGTTGAAAGGTCCCATACATCC ATATGTGTCGGCGTCATCCGAGTC 
128469 OTR ACGTTACGCTCGTCAAGAAGAC GTAGTGTGCTAGCAAGCCGTTC 
128558 OTR CCGTCAAGCCGCAGTATCA TGCACAACTCTGAACCCATATCTC 
129665 OTR CCCGTTCAACCTCAAGGAGTAC CAGTTGCAGAAGCCAGCAAA 
129719 OTR CCTGAACATTTGTCGCTCCAA GACGAGGGAATGATGTATGGAGTT 
130936 OTR CGGCTGAGATGCTTTGCAA CGTTTCGCCCGATGAACT 
130971 OTR GAGAAGCAGGGCTGGAACAA CTTGAGCGCTTCCTCATCGT 
131187 OTR TGGCCTCTTTGCGGTAAATCCG GCAGCAGCCAGCACAAACTTTC 
133247 OTR ATTTGCGGCTACGACCAGAGAC GACTTGACAAAGGCGGCAAACG 
133861 OTR CCGCGACTTTTCCTTTGAGA CCGTCCGGTTCTTTGATATTTT 
135396 OTR CCTGAGAAGTGCCCTGCAAT CCAAAGTCGGGCAAATCATC 
137544 OTR ATGGTCGCTTCGATGGAGGATG AGCATGCGCTTCTCTTCGTGAG 
137598 OTR ATCTCATGTGGCGCTGTTGGTC TGGTCTTCAAGGGTTGGGTTCC 
140083 OTR CCCTTCGTCTTTTTCCATCCT CGTCAAGAATGTGTCCAGTTGAG 
140178 OTR ACCGCATCGGAGAAGAAAGAGAG ACGAAGATGGGATGCGGTTGAG 
141900 OTR ACGGACGAAGTGTACAACCA GTCGGACAGGTAGGTTCGAT 
23228 OTR TGACGACGGTCAAAGCAAAGAAG TCGCGCTGCTTGAAGAAGTCTG 
31722 OTR TCTCATTACTCGCGGCACGTTG TACCGTGGACGCGACATCAATC 
32011 OTR ATCTACCTCGAGGACCTCTTCGTC AGCAGCTTGCCGAAGCCTTTAC 
33362 OTR GCAAGGGACTCGCTTATCGA GGCGGTCAAAATCGTTCCT 
34391 OTR AACTGGCTGCTGGTGAACACTC TTGGGCAGTTTGTCCGTCTTGC 
35691 OTR AAGTTTGCCGAAGACGGTAGCC AAGTACTCGCCCGTGTAGAGGAAC 
41506 OTR TCAGCAGGTGTCAGCGATTTGC TTGAACGCGAGCTTGACTTCCG 
5430 OTR TTGCATCTCCAAGGAGCACCAG AATTGAGAGCGGCGAGCATGTG 
56510 OTR ACCATGACCAAGTACCGCAAAGAC AGTTGTCGGAGCTCCTCAATAGC 
62441 OTR CCTCATCATAGGCTTCATGTTGTT CGCAGCGTCCATTTTTCAC 
67781 OTR GCCAAGCGCCAGAAAGAAG TACGGCAAAGTCGCAGTTGT 
68481 OTR ATCCCGGACGAGAATTCGTTGG TTGTGGCTCTCGCTCAGCTTTG 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
70140 OTR CTCTTGACCCCTGTCGTGGTA ATGAACACCCGTAATCCCTTGA 
70513 OTR TGAGACGTGGCCAATGCTGAAC CAACTTCTGGCTCGCTGCATTG 
71506 OTR GCTGATACGCAACTGCCAAACC TTCCTCCATCGTCTTCGCATCCTG 
71576 OTR GACGAGCAATCCATCATCTCTACC GCTTCATCTGCTTGTGCACCTC 
71775 OTR CGCCTTGGAGAGTCAAAGGAAG TGTCGATCTCGGCCATGATTTCG 
72189 OTR ACCGGAGGCATCGAACAAC CCGAAGGTCCACGAATTTCA 
72467 OTR CAGGACAGTACAAGGGACAATGAT TACATCCCAGAGGCCAAAGC 
72614 OTR TCGTCCAAGCCAAATATTCGA CGTTCCGCATTCAGCTTTC 
73008 OTR GTCAAGGCCATCTCTCCTTCACTC CGACGGCGAATTATGTGTGCTTC 
73633 OTR TGTCTTGACTATTTGGCCGTTCAC TACCAGAAGCGTAGCGATTCCC 
75768 OTR AGAATCGGTTCATTGGCGAGTCC AGTTTGTGTCGTCGCACTCGTAG 
76316 OTR TTCGCATCAGAAAGGCCACACC TGGCGTTGACTATGGCTTGCAG 
77284 OTR TCCAAGTGCGACACCGAAA TTCCGCATCGGCGTCTAA 
77874 OTR GCTGCAACATCTGCGAAGGAAC TTGCTTGACACACACGCATCCC 
77998 OTR TGGCGTTTATCCGACAGTACAAGC ATTGAGCGTCTCGCGGCAAATG 
79806 OTR GCTCATGGGCAACACCAATGTG TGCTCGTGTCTTGGTTGAACTCG 
8091 OTR TGTGCATCTCCACCATCCTTCG TCTCGTCGGCAAGTACAACGTG 
81446 OTR GCAATCCATACTGGGAGTTGTCC GCGAATGTTGACGAGGCACATC 
82446 OTR GAGGCCAACTGCGCTTACAA TTCGAAAGCGCCACAAGAAC 
83364 OTR AGTCGGAGAAGCAGATGCAGAC ATGAAGACGTCGGTGAGGTAGG 
83893 OTR AGCCTTCTGAGCCAATGTCTGC CTTGCGCGAGATCTGCTTCTTAG 
84959 OTR TGGTCCGTCGAATGGACGTTTAC TTCTCGCCGTCATCTTCACCTTG 
84962 OTR TGACGTCGTGCTCACCACTT AACTTGGACTTTCTCGGGTTCA 
85870 OTR AGCTCAAGTCGCTAGGACACTCA CTTCGTCGACCTTGGACGTT 
86248 OTR TGATGCGTCGTCATTGTTTGCG AGCAACCTGCTTCCCATCAAACTC 
86967 OTR ATCCCGAGACAACAACGCTACT CGGGAGATGAAATCCATGATG 
88071 OTR TACCGAGCGAAAGGGCGAAATC AAGCAAGCCCATGTGACTGTGG 
88794 OTR ATGGTGTCGCCCAAGTATCGAC TCGATAGTTGCAACAACGTCCTC 
89754 OTR TCGAGGGCGTCTCTTATGATGC AAACATGGGCCGGTTCATCACC 
89807 OTR ATTCACGACCTGGCGCTCTTTG CGTCGACGTAATCAAACGTCAGC 
90258 OTR ACCTGCTCAAGCCCTTCTTTT ACCACGATTCAGCACGCTTAT 
90299 OTR TCTGCGCGACATTGCTATGAAC TCCGGTCTAAGCTGCCAATCTC 
90483 OTR GCAAGCCCGAGACGAGATT CAGCGTCGGCAATGCTATT 
90493 OTR GCTGTCACATGAGAAGTTGCTTTC ATCCAGAGCATGACGACTCCTATC 
91769 OTR ACTTCAGCAACTCGTGCAGTCC TCGACGCGAGTTCTGCATTTCC 
92564 OTR ACGGGCACATTACGAGCTTGAG TGGCTCTGCCTCATCAACTTCTC 
93557 OTR ACGGACGAGTTTGGCATCAAGG ATCTTCACCGACGGGACGTTTG 
93998 OTR GCTGGAGCCCAACATTCACT GGCAACGGAGGTGGTGTTA 
95516 OTR TGCGTACAAGCGACAAGGCTAC GCGTGAATGCCCAATTGATTGCC 
95552 OTR TCACGTGCGCATCATGACCTATC ATCCACAAGGCCACTGCGTCATAG 
96318 OTR GCCAGCATGCTTGATGTGCTTC TGACATACTGCGCCCTCCTTTC 
96725 OTR ATGCCTGTTATTGCGAGCAAGC GCATCCAGTTCATCGCGATTCC 





Classificação Sequência FW (5’-3’) Sequência RV (5’-3’) 
8319 OTR TTTTTGTCCCCAAGCCTTTG TATGCACGATTGGGCTGTCA 
9971 OTR CAAGTCCCGACCGTTTGAGT AGCTCCGATCCAGTCTCCATT 
11701 OTR GAAAGCCGCACTGCTCAAG TTTTGAAGTCTCTCAGGCTCCAT 
24440 OTR CGACCTCCCAATGCGTACAT CTCCTTGTACCTTTGTCGGACTTC 
33909 OTR TGCGCAACTTCAGAGTATCTTGA TCAATGCCCCATGATAAAAGG 
47915 OTR GCTGAGCAGGATGGTTGTTTC GCTTGGAACTGTGGCAACCT 
73650 OTR GGACCTTTTCCCACTCCAGAA TCCGATGAGTGGTTCAGCATAT 
79465 OTR TACTCTTCGACAAGCCACAATCTC GAACGAGGTGGACTGGACTGA 
88503 OTR AGCTAACGCCAAACTTTGCT CCCGTAGTCGCACTTCTGTA 
82854 OTR CATGTCGCATCTGAAGGACT CTTGGGCAAGGTGATTTCTT 
82674 OTR AGCGGAAACAGTCCCAAAAA AGAGGAACTCCAGCGAGTATGG 
83470 OTR GGCATCGCATATCACGTATGA TTTCTCACGAGGGACCACAAC 
97132 OTR GCCACATCGCAGAGTCGAA GCTCTCGTAATCGGACTGAACCT 
97434 OTR CCTGATAGTCGAGCACAAGTTCA GCTCTTGTAGCAGCCAATCTTCT 
98583 OTR GGCTTCATTCGCTCCAAGAA TCCCCATTCGACGTTGAAAC 
141527 OTR ATGTGGCTGCACGGGAAA ACGTCGAGTGTCCCCCATT 
136802 OTR ACACAGACGGCACTCTCAAG TGGCATGGATGACACTCTTT 
116379 OTR GCGGGTTCAGACACACGAA GTAAAGGCGTTGGCGTAGCT 
116228 OTR ACGGCCTCAAGAGGTTCGT CCTCGTGCGTCACAATCGT 
39605 OTR TGCGTGATAGGGATGGGACT ATCACCTCGTCGTTTGCGT 
128408 OTR ACACCCCGCAGCAAGTTCT AGGGTGTGCCGTGGGATAT 
127965 OTR AGCACATCAAGGCCAACGA TCACTCCTCTCCAACGGGAT 
100330 Órfãs AGACTCATCCCAGCGTTCCTAA CGATCCAGATGCGGGTTT 
100644 Órfãs CCAAAGAGGGAGCGACTCAA GTGAGCGACAAAGCCAGAGTCT 
101213 Órfãs CGCCAAAGACGGGTCTGTA TAGAGCTCCTGCGCGAGAA 
104381 Órfãs TGCTGGCTGGGCAACATCAAAG TACCTTTCCGAGCGAAGTGGAC 
105944 Órfãs AGACGAAATCCAACTGCCAACT GCCTTTGAGTGGTCTGATACCTCTA 
106213 Órfãs TCGATAGGCTTCCGGACAAG CCTGGTCGACGCTTTGATACTT 
124657 Órfãs GGAGCCCGTTGTCGAAAA AGATTCAGCTCAGCCGTGTGA 
126433 Órfãs GCTGCGCAAAGCTCAAACCATC TGGAGATCCTCCACTTCATGCG 
128631 Órfãs CAAGAGTGCAGCGCAGTTTGAG CCAGAGGCTGGGCAACAAATTC 
137511 Órfãs CGAGCTCAACTACCTCGTGGAT CCCCTGTACACCTTGCACTGA 
23288 Órfãs TGGCTCGAGAACTAAATAGCACCTA CCTTTGAGCTTGCCTTGAAGA 
25954 Órfãs ATTGCTGAGGAGGCCTTCATGG AACGACGACGGTTTGGTTCTTGC 
26628 Órfãs GAGGGCATCACAAAGGAGGAAC TCAGCCTCATCCGGAATCTTGG 
35563 Órfãs TCGGGCGGTGAAAGTCATACAATG AGTCGACAATCACAGCGGGAAG 
38017 Órfãs TTCAGGCACACGGTAAGAGTCG TTCGGCTTCAACACACCTGCTG 
60353 Órfãs GCGATGCGACGGATTATTTGGC TGCCACTTTGCATCGTCACCAG 
6161 Órfãs TGGATTTCAATCCGCAACTCCAG CCCATGATGGAGCTCATGTATTGC 
70132 Órfãs ACCGAATTGCCGAAAGGGCATC TCGATACCAGCGGTCATGAAGTC 
96437 Órfãs AGTGGAGTGTATTCTGGGAGACC GCTGAGCAGCTTCTTTGCACTG 
35966 Órfãs AGACGTCCAAGAAGAATGTCAAGA ACGAGCGCCAATGGTGAT 
38825 Órfãs CCCTATGCCGGAACCTATATCA GCGGATCCTGGATGTAAAAGG 
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ANEXO 4. Lista de genes cuja análise não foi bem-sucedida, ou por ele não ser expresso ou 
possuir algum problema com o respectivo par de oligo desenhado. 
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